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SP Tratamiento antimalárico combinado Sulfadoxina- Pirimetamina 
MQ Antimalárico mefloquina 
AS Antimalárico  artesunato 
CQ Antimalárico  cloroquina 
Clin Clindamicina 
MQ-AS Tratamiento antimalárico combinado mefloquina- artesunato 
OGE Oficina General de Epidemiología 
OMS Organización Mundial de la Salud 
OPS Organización Panamericana de la Salud 
MINSA Ministerio de Salud 
NAMRU-6  Centro de Investigación de Enfermedades Tropicales de la Marina de los 
EEUU, por sus siglas en inglés de Navy Medical Research Unit-6 
DHFR Enzima dihidrofolato reductasa 
DHPS Enzima dihidropteroato sintasa 
Pfdhfr Gen codificante de la enzima dihidrofolato reductasa de P. falciparum 
Pfdhps Gen codificante de la enzima dihidropteroato sintasa de P. falciparum 
Par/µL Parásitos por µL de volumen de sangre, observados en la gota gruesa. 
PCR  Reacción en cadena de la polimerasa, por sus siglas en inglés de 
Polymerase chain reaction 
RFLP Polimorfismo de la longitud de fragmentos de restricción, por sus siglas 






Introducción: Malaria representa una emergencia médica debido a la posible 
complicación y muerte del paciente cuando este no fue tratado apropiadamente. Malaria 
severa y/o complicada (MSC) es causada casi exclusivamente por Plasmodium 
falciparum. Uno de los factores de riesgo asociado con MSC es el tratamiento 
inadecuado de los casos de malaria no complicada (MNC). Objetivos: Se genotipificó a 
los genes dihidrofolato reductasa (Pfdhfr) y dihidropteroato sintasa (Pfdhps) en 
muestras de 60 pacientes con MSC. La resistencia al tratamiento combinado 
sulfadoxina-pirimetamina (SP) es causado principalmente por mutaciones puntuales en 
esos genes Diseño de estudio: Los pacientes con MSC de este estudio fueron enrolados 
durante el brote de malaria de 1998, cuando SP era la primera línea de tratamiento. 
Materiales y métodos: Se usó el método de secuenciamiento de Sanger para la 
identificación de los polimorfismos en el gen Pfdhfr y los métodos PCR-RFLP y PCR 
alelo-específico para el gen Pfdhps. Resultados: Se encontró que el 84% de las 
muestras tenían el genotipo del parásito cuádruple mutante 
N51I/S108N/I164L/inserción repetición Bolivia, y el 16% restante el genotipo mutante 
simple S108N. Con respecto al gen Pfdhps, encontramos cuatro genotipos, siendo el 
triple mutante A437G/K540E/A581G el más frecuente (78%). Conclusiones: 
Observamos que las mutaciones I164L de Pfdhfr y K540E de Pfdhps en los casos de 
MSC fueron más del doble de frecuente comparado con los reportes publicados en casos 







Introduction: Malaria represents a medical emergency because it may rapidly progress 
to complication and death without prompt and appropriate treatment. Severe and/or 
complicated malaria (SCM) is almost exclusively caused by Plasmodium falciparum. 
One of the risk factors associated with SCM is an inappropriate treatment of the non-
complicated malaria (NCM). Objectives: We genotyped the dihydrofolate reductase 
(Pfdhfr) and dihydropteroate synthase (Pfdhps) genes from 60 SCM patients. Resistance 
to SP in P. falciparum is caused mainly by specific mutations at those genes. Study 
design: SCM patients of this study were enrolled during the malaria outbreak in 1998, 
when sulfadoxine/pyrimethamine (SP) was the first line of treatment. Material and 
methods: We used a Sanger sequencing approach for the identification of 
polymorphisms at Pfdhfr gene codons, and in the case of Pfdhps gene we used a PCR-
RFLP and PCR allele-specific methodology. Results: We found that 84% of samples 
harbored a quadruple mutant genotype N51I/S108N/I164L/insertion Bolivia repeat, and 
the left 16% of the sample contained an infection with a simple mutant genotype 
(S108N). Regarding the Pfdhps gene, we found four genotypes, the triple mutant 
genotype A437G/K540E/A581G was the more frequent (78%). Conclusions: We 
observed that the mutations I164L and K540E, known as highly predictor to SP 
resistance, in this group of patients with SCM were twice of frequency of the mutations 














EPIDEMIOLOGÍA DE MALARIA 
La malaria o paludismo es la enfermedad metaxénica parasitaria más importante 
a nivel mundial. Es producida por un protozoo que pertenece al Phylum Protozoa, 
Subphylum Apicomplexa, Clase Sporozoa, Subclase Coccidiida, Suborden 
Haemosporina, Familia Plasmodiidae y Género Plasmodium. Existen 4 especies 
principales del género Plasmodium que son las responsables de la infección en 
humanos: P. falciparum, P. vivax, P. malariae y P. ovale, cada una de las cuales 
produce un tipo de malaria con sintomatología diferente (1). Recientemente se ha 
reportado a una quinta especie causante de malaria en humanos, P. knowlesi, reportado 
en el continente Asiático, principalmente en Malasia (2). 
P. vivax y P. falciparum son las especies que causan la mayoría de casos de 
malaria en el mundo. P. vivax es considerado no letal y es causa en la mayoría de las 
veces de malaria no complicada (MNC). P. falciparum por su parte es considerada letal 
y además es causante de la mayoría de casos en el mundo, porque además de causar 
MNC también causa los casos de malaria severa y/o complicada (MSC).  
La malaria es una enfermedad transmitida por vectores donde el ser humano es 
el hospedero vertebrado y el mosquito Anopheles spp es el vector invertebrado. Las 
principales especies transmisoras de malaria reportadas en el Perú son A. albimanus, A. 
pseudopunctipennis, A. darlingi y A. benarrochi (3). De ellos, A. darlingi es el más 
activo y frecuente en Iquitos (90%) (4,5) y ha sido asociado con el incremento de casos 
de malaria por P. falciparum en Loreto durante la década del ´90 (6–8). Desde entonces, 
A. darlingi  es considerado como el principal vector de transmisión de P. falciparum en 
nuestro país (4). 
La malaria se extiende por 97 países y territorios con una intensidad de 
transmisión variable (9). Se calcula que el 45% de la población mundial vive en zonas 
donde la malaria es endémica, principalmente áreas tropicales de bajos recursos como 
partes de África, Asia, Medio Oriente, América del Sur y América Central (9). En el 
año 2013 se reportaron 198 millones de casos de malaria y más de medio millón de 
muertes, siendo la mayoría de ellos en niños menores de cinco años en África (9) . Del 
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total de muertes en el mundo durante el año 2013, cerca de 1000 casos fueron 
reportados en Latinoamérica, correspondiendo al 0.14% (9). 
En el Perú, la malaria está presente en 14 de los 24 departamentos, siendo P. 
falciparum y P. vivax las especies prevalentes con 16% y 84% de frecuencia 
respectivamente (10,11). Se estima que el 16% de la población vive en zonas de bajo a 
alto riesgo de transmisión de malaria (alto riesgo: incidencia 
>1caso/1000habitantes/año; bajo riesgo: incidencia >0 y ≤1casos/1000habitantes/año) 
(9), que incluyen principalmente a la Selva Amazónica, Selva Central y Selva Sur. De 
estas  la Selva Amazónica y principalmente el departamento de Loreto, es la que reporta 
la mayor proporción de casos totales de malaria en el Perú. Según el reporte del año 
2014, 93% de los casos se reportaron en Loreto, con 99% de casos de infección por P. 
falciparum y 92% de los casos de infección por P. vivax (10) (anexo 1). 
El número de casos de malaria en nuestro país ha variado mucho durante los 
últimos 30 años. La malaria estuvo cerca a erradicarse durante el año 1960 con sólo 
1,500 casos en el año 1965 (12), sin embargo re-emergió y se observó un incremento 
sostenido de casos de infección por de P. falciparum principalmente desde el año 1994 
(10 mil casos reportados en el año 1994) (13,14), hasta llegar a un máximo de casos 
durante el brote del año 1998 y 1999, con 212,000 casos totales de malaria en el año 
1998 (15). En esa oportunidad se registraron más de 70,000 casos de infección por P. 
falciparum en el año 1998 y 60,000 en el año 1999 (15), que incluyeron 43 casos fatales 
en el año 1998 (12) y 992 casos de MSC con 49 casos fatales en el año 1999 (16). Fue 
durante el año de 1998 que se realizó el estudio de investigación de donde provienen las 
muestras de ADN para esta tesis. 
Los factores principales asociados al incremento de casos fueron: la ocurrencia 
del Fenómeno del Niño, la inserción de una nueva especie del vector (A. darlingi, 
posiblemente inserido desde Brasil) y la dispersión de fármaco-resistencia a los 
antimaláricos usados en la región (6,7,17). Ya después del año 2000, debido 
principalmente al cambio de tratamiento antimalárico, el número de casos empezó a 
disminuir y en estos últimos años se ha mantenido sin variación significativa (7,18). 
Durante el año 2014 se reportó un total de 64,676 casos totales de malaria, y 10,282 
casos de malaria por P. falciparum con 4 defunciones (MINSA 2014). 
Los síntomas clínicos de la malaria pueden ser variados, desde ausentes o muy 
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leves hasta severos, pudiendo ocasionar incluso la muerte del paciente. Los síntomas 
más comunes de la MNC son dolor de cabeza, escalofríos y fiebre y la frecuencia de su 
ocurrencia depende de la especie del parásito infectante. Al igual que los síntomas, el 
tratamiento también depende de la especie infectante, siendo así que en nuestro país se 
usa el tratamiento combinado de artesunato y mefloquina para malaria por P. 
falciparum y cloroquina con primaquina para los casos de malaria por P. vivax. 
En infecciones por P. falciparum los síntomas son muy variables. La frecuencia 
de paroxismos (escalofríos, fiebre y sudoración) es irregular, que más adelante se 
presenta a intervalos de 36 a 48 horas. La presentación clínica de la enfermedad es 
usualmente indistinguible al de la influenza y otras enfermedades febriles, y aunque el 
diagnóstico de laboratorio puede ser certero, la malaria por P. falciparum  muchas veces 
puede complicarse rápidamente y comprometer la salud del paciente (19). La 
complicación de los síntomas conlleva a la falla multi-orgánica, observándose una 
enfermedad fulminante y posterior muerte del paciente infectado, por lo que a la malaria 
producida por esta especie también se le conoce también como “terciana maligna” (19). 
Los casos severos y de muerte de malaria son causados principalmente por P. 
falciparum, sin embargo P. knowlesi y raramente P. vivax y también pueden producir 
complicaciones (19,20). 
 
MALARA SEVERA Y/O COMPLICADA 
La OMS define a la malaria severa y/o complicada como: “el síndrome agudo en 
que la patología microvascular es producida en gran parte al secuestramiento de células 
rojas y liberación de citoquinas, el cual compromete a múltiples órganos, ocasionando 
malaria cerebral, edema pulmonar, falla aguda renal, anemia severa y/o hemorragia”, 
esta disfunción de órganos vitales se evidencia por información clínica o laboratorial 
(19,21). El programa de control de la malaria en el Perú considera caso grave cuando el 
paciente infectado por P. falciparum presenta cualquiera de las siguientes 
manifestaciones clínicas: deterioro en el nivel de conciencia, anemia severa, parasitemia 
elevada, compromiso renal, hepático y pulmonar, entre otros, tal como se muestra en la 







La anemia severa, hipoglicemia, y convulsiones son más comunes en niños, 
mientras que la falla renal, ictericia y edema pulmonar son los más comunes en adultos 
(22). La malaria cerebral, shock y acidosis, que frecuentemente terminan en falla 
respiratoria, pueden ocurrir a cualquier edad (22). Las complicaciones más frecuentes 
reportadas en un estudio de 1997 en la región Amazónica fueron anemia severa (42%) 
malaria cerebral (25%), hipoglicemia (23%), insuficiencia renal aguda (16%) y 
neumopatía aguda (13%) (23).  
La malaria severa es considerada una emergencia médica y el principal objetivo 
del tratamiento es prevenir la muerte del paciente (19). En la fase inicial de la 
enfermedad (malaria no complicada) la tasa de letalidad para los que no reciben 
tratamiento es del 10-20% (24) y la probabilidad de muerte por malaria se reduce en 
50% si el paciente recibe tratamiento antimalárico, siendo de aproximadamente 0.1% si 
Tabla de criterios de gravedad definido por el MINSA, 2007. 
CRITERIOS DEFINICIÓN 
Características clínicas de malaria severa 
Postración Debilidad marcada 
Compromiso de conciencia Escala de Glasgow < de 14 
Convulsiones generalizadas ≥ 1 convulsión en 24 horas 
Dificultad respiratoria Edema agudo pulmonar o Síndrome de Dificultad Respiratoria del Adulto 
Hipotensión PA Sistólica < 70mmHg 
Insuficiencia renal aguda Adulto: Diuresis < 0.5cc/Kg/hora Niño: Diuresis < 12ml/Kg/24 horas 
Hiperpirexia T corporal axilar > 39ºC persistente 
Hallazgos de Laboratorio y otros 
Hipoglicemia Glicemia < *40-60mg/dl 
Acidosis metabólica pH < 7.25 ó Bicarbonato < 15mEq/L 
Anemia normocítica severa 
aguda 
Hcto: < 15% ó Hb: <5.0 g/dl en niños* 
Hcto: < 21% ó Hb: <7.0 g/dl en adultos 
Hemoglobinuria malárica Orina pardo oscura, o rojisa, proteinuria 
Hiperparasitemia 4+ (>100,000 parásitos/µL), > 5% de GR con formas asexuadas 
Hiperlactacemia* Lactato > 5mmol/L 
Falla Renal* Creatinina en suero > 265µmol/L 
Ictericia Bilirrubina Total > 3g/dl (clínica) 
Hiperpirexia T corporal axilar > 39ºC persistente 
Transtorno de la coagulación Recuento plaquetario < 50,000/ml, Sangrado espontáneo 
Edema pulmonar* Radiológico 
Fuente: MINSA, 2007 Norma técnica de salud para la atención de la malaria y malaria grave en el 
Perú, 2007. NTS Nº054-MINSA/DGSP-v.01. *Modificado de acuerdo al Manual de manejo de 
casos de Malaria Severa por la Organización Mundial de la Salud (19). 
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la cepa es sensible (25). En el caso de un paciente con MSC, si este recibe tratamiento la 
mortalidad llega a estar entre 15 a 20% (referencia de White 1999b) y 100% si no recibe 
tratamiento (24).  
El manejo de un paciente con malaria severa generalmente comienza en el 
centro de salud o sala comunal de su localidad y el tratamiento que recibe el paciente es 
para malaria no complicada (tratamiento de primera línea). Si se diese el caso que la 
cepa del parásito que está produciendo la enfermedad fuese resistente al antimalárico de 
primera línea, éstos continuarían multiplicándose dentro del paciente y llevaría a la 
intensificación de la enfermedad, la cual puede ocurrir en pocas horas debido a la 
eliminación ineficiente de los parásitos (24). Por eso es muy importante que el 
diagnóstico, tratamiento y el manejo clínico del paciente con MSC sea rápido y 
adecuado, y que estos sean realizados dentro de una unidad de cuidados intensivos 
(UCI) de un hospital (21). Desafortunadamente, los dos únicos hospitales que cuentan 
con una UCI en el departamento de Loreto se localizan en la ciudad de Iquitos, 
aumentando así el riesgo de complicaciones para MSC para los pacientes que viven 
lejos de la ciudad (26–28). Esto fue un factor de riesgo importante identificado en los 
casos de malaria severa durante los años 1996-1999, donde el tiempo que transcurría 
desde el inicio de síntomas hasta el inicio del tratamiento en estos pacientes fue de más 
de dos días (16). 
El manejo clínico y de cuidado (enfermería) de MSC es muy complejo y 
requiere un grupo dedicado para evitar la muerte del paciente (19). El tratamiento de 
MSC según el Ministerio de Salud de nuestro país (RM 116-2015 que modifica la 
norma técnica N°54-2005) y según el último manual de la Organización Mundial de la 
Salud contempla a artesunato vía intravenosa y clindamicina (19,29,30). Este 
tratamiento debe ser realizado necesariamente por cualquier vía parenteral por un 
mínimo de 24 horas para garantizar un tratamiento rápido, luego de esto el tratamiento 
puede seguir la dosis completa del tratamiento por vía oral. En el caso de gestantes con 
MSC se recomienda administrar quinina y clindamicina durante el 1er trimestre y 
artesunato con clindamicina durante los demás meses de gestación. No se recomienda el 
uso de quinina durante los últimos meses de gestación debido a que está asociado con 
un 50% de riesgo de hipoglicemia en las gestantes (19). El uso de SP en este grupo de 
pacientes está recomendado, aunque puede producir contra-indicaciones en el último 
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trimestre de gestación (22). Actualmente el número de casos de MSC es 
considerablemente bajo comparado con el periodo 1998-1999, sin embargo, se 
encuentra dentro del plan de vigilancia del MINSA debido a la letalidad y determinantes 
multifactoriales de su ocurrencia, donde se reporta semanalmente el número de 
defunciones causados por MSC (11). 
Las manifestaciones clínicas de severidad dependen de muchos factores, siendo 
considerados la edad y características inmunológicas las más importantes (22,31). La 
población en riesgo de sufrir malaria severa incluye principalmente a 4 grupos 
específicos: a 1) niños menores de 5 años de edad, 2) mujeres gestantes, 3) ancianos y 
4) personas con escasa inmunidad (21,24,32). En lugares de transmisión alta 
(prevalencia de parasitemia > 50% y mayoría de casos en niños 2-9 años), el riesgo de 
tener MSC es alta en niños y visitantes que provienen de áreas no endémicas, mientras 
que en otras áreas, la MSC se distribuye homogéneamente entre todos los grupos etarios 
(19). El riesgo de severidad se incrementa en las mujeres durante el segundo y tercer 
trimestre de embarazo, en pacientes con HIV/SIDA y en personas que hayan sido 
sometidas a una esplenectomía (19). La presencia de parasitemia alta (>100,000 par/µL) 
es un factor de riesgo muy alto para la muerte por MSC por P. falciparum, pero su 
relación con la prognosis de la enfermedad varía de acuerdo al nivel de trasmisión de 
malaria en el área geográfica  y también al genotipo del parásito respecto a su virulencia 
(33,34)(34). Por ejemplo en un estudio de MSC en Colombia mostró que el valor de 
corte de 50,000 par/µL era adecuado para esa región, ya que el 50% de los casos de 
MSC presentaron una parasitemia mayor a ese valor y ninguno de los casos de MNC 
presentaron esa parasitemia (35). 
Otro factor asociado con el riesgo de MSC es la exposición previa al tratamiento 
de malaria (16). El riesgo de tener MSC es alto si un paciente con MNC no es tratado 
oportunamente ni de forma adecuada (1era línea de tratamiento) (19,25,36). Siendo así 
que uno de los factores asociados con el aumento de casos de malaria severa en la 
región Loreto en los años 90´s fue el tratamiento inoportuno y retraso del diagnóstico de 
MNC (16). Bardales y col. mostraron que los pacientes que no se curaron después de 
recibir la primera línea (CQ) y segunda línea (SP) de tratamiento fueron los que más 
complicaciones presentaron en el momento de su ingreso al hospital y durante su 
evolución en la UCI (23). Asimismo, Zamora y col. determinaron tres factores de riesgo 
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para desarrollar malaria severa en Loreto: recibir atención por familiares y/o curanderos 
al inicio de la enfermedad, recibir remedios caseros y sintomáticos al inicio de la 
enfermedad y no frecuentar sitios maláricos (Zamora 2001).  
Por eso un tratamiento eficaz junto con un diagnóstico certero de la MNC son 
claves para el control de la enfermedad y prevención de la muerte producida por MSC, 
especialmente en niños pequeños y mujeres embarazadas que son un grupo con un alto 
riesgo de complicaciones (19). Sin embargo, la MSC se puede desarrollar tan rápido que 
muchas veces el tratamiento oportuno de MNC puede ser insuficiente para detener el 
curso de la enfermedad,  especialmente en niños (19).  
 
FARMACORESISTENCIA 
El tratamiento de la malaria, entonces dependerá de la severidad de la infección, 
la edad del paciente, el patrón de susceptibilidad a los antimaláricos en el área 
geográfica y de la especie diagnosticada (22). Esto sugiere que para que se lleve a cabo 
un tratamiento adecuado y poder prevenir las complicaciones por MSC, es importante 
también conocer sobre la presencia de fármaco-resistencia del parásito a los 
antimaláricos en el área geográfica de donde provienen los casos.  
La fármaco-resistencia a los antimaláricos se define como: “la capacidad de la 
cepa del parásito para sobrevivir o multiplicarse, a pesar de la administración y la 
absorción del medicamento dado en dosis iguales o mayores que las usualmente 
recomendadas, pero dentro de los límites de tolerancia del sujeto, con la advertencia de 
que el formato de la droga activa contra el parásito debe ser capaz de ganar el acceso al 
parásito o a la célula infectada durante el tiempo necesario para su acción normal” (24). 
La resistencia a drogas ha sido confirmada en sólo 2 especies de las 4 especies de 
malaria que afectan a humanos: P. falciparum y P. vivax (37,38). 
Otra definición importante sobre resistencia a antimaláricos es el término: 
“fracaso terapéutico”, el cual particularmente en P. falciparum está definido como la 
reaparición del parásito en las gotas gruesas de los días de control post-tratamiento dia-
7, 14 y/o 28 (MINSA 1996). Las clasificación de resistencia clínica a sulfadoxina-
pirimetamina según la OMS es como sigue: Sensible: eliminación de parasitemia para el 
día-14, sin recurrencia; tipo RI como la desaparición de parasitemia en el día 3 seguido 
de una parasitemia recurrente entre los días 4 y 14; tipo RII cuando presenta una 
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parasitemia positiva en el día 3, una disminución de más del 75% de parasitemia 
comparado al dia-0 seguido de un subsecuente aumento de parasitemia en el día 7; 
finalmente el tipo RIII que presenta una o no disminución de parasitemia o disminución 
de menos del 75% para el dia-3 (39,40). 
El primer reporte oficial de fármaco-resistencia de P. falciparum en nuestro país 
fue realizado por el Ministerio de Salud en el año 1993 en en el  límite de San Martin 
con Loreto (7,41). En ese entonces, en nuestro país se usaba cloroquina (CQ) como 
primera línea de tratamiento antimalárico para el estadío eritrocítico de todos los casos 
de MNC (7). Luego de conocerse en el año de 1996 sobre la dispersión de la fármaco-
resistencia de P. falciparum a CQ, se decidió el cambio del tratamiento a uno 
combinado con los antimaláricos sulfadoxina – pirimetamina (SP) (8).  
Sin embargo, para el año 1998 cuando los casos de malaria por P. falciparum se 
incrementaron notablemente, la resistencia al nuevo tratamiento ya se había extendido 
en toda la región Amazónica (de 5% a 60% en toda la región), introduciendo 
nuevamente la necesidad de un estudio de “eficacia a antimaláricos” para esta 
especie(7,8,42). En el año 2001, gracias a la evidencia de resistencia a SP en dos 
estudios de eficacia in vivo desarrollados por el MINSA en colaboración con NAMRU-
6 (42–44), se decidió nuevamente cambiar el esquema de tratamiento de MNC por P. 
falciparum a una terapia combinada de  mefloquina- artesunato (MQ-AS) para la región 
Amazónica y de SP- AS para la Costa Norte (8,45), la cual se mantiene con una eficacia 
alta hasta ahora (46). A partir de este año (2015) se incluyó en nuestro país al 
antimalárico primaquina como parte del esquema combinado de MQ-AS para todas las 
regiones del país, para el caso de mujeres gestantes durante el 1er trimestre de gestación 
y niños menores de 6 meses se usará la segunda línea de tratamiento (RM N°116-2015 
MINSA) (29). El anexo 2 comprende la evolución de los esquemas de tratamiento para 
malaria por P. falciparum en nuestro país desde el año 1990 hasta la actualidad. 
Existen básicamente 3 métodos para el estudio de la fármaco-resistencia de P 
.falciparum a los antimaláricos: estudios in vivo, estudios in vitro y caracterización 
molecular (47) , de estos, el estudio in vivo es considerado el “gold standard” (48) y los 
estudios moleculares están tomando cada vez más una mayor importancia en salud 
pública (49). En los estudios in vivo, al paciente con diagnóstico de malaria se le 
administra el fármaco bajo observación y se le monitorea durante un tiempo para 
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determinar si el fármaco logra eliminar al estadío eritrocítico circulante en sangre; en el 
caso de SP se mide la parasitemia durante los días 1, 2, 3, 7, 14, 21, and 28 (43,44). En 
los estudios in vitro, se obtiene la sangre de los pacientes infectada con malaria para 
realizar el cultivo y luego exponer a los parásitos a diferentes concentraciones de 
fármacos antimaláricos tales como: CQ, SP, MQ y AS y evaluar así la inhibición de 
crecimiento del parásito (47,50). El método in vitro evalúa el fenotipo del parásito 
excluyendo los factores de inmunológicos y fisiopatológicos del hospedero, sin 
considerar la eficacia de la pro-droga que es producto del metabolismo del antimalárico 
dentro del paciente, que puede variar dentro cada individuo (48). Finalmente, los 
estudios de caracterización molecular permiten mostrar diferencias en los segmentos de 
la secuencia del ADN del parásito (marcadores moleculares) e identificar mutaciones 
que estén asociadas con resistencia a antimaláricos (marcadores moleculares de 
resistencia) (47). La identificación de mutaciones asociadas con resistencia se realiza  
dentro de estudios in vivo y/o in vitro, donde se tiene información de la respuesta del 
parásito al antimalárico (fenotipo del parásito) (51).  
El uso de técnicas moleculares que utilizan el ADN del parásito se ha 
incrementado en las dos últimas décadas y ha cobrado mucha importancia como método 
para el estudio de resistencia a los antimaláricos (39), prediciendo potenciales fallas en 
el tratamiento, tanto a nivel individual como a nivel poblacional (52). Dentro de estas 
técnicas moleculares, el PCR alelo-específico, el secuenciamiento de ADN y el PCR-
RFLP son los más reportados para el estudio de estos marcadores moleculares.  
El PCR alelo-específico usa la enzima polimerasa para amplificar selectivamente 
cada alelo (con mutación o sin mutación) mediante el uso de cebadores específicos. Este 
método, aplicado al estudio de mutaciones en P. falciparum, fue propuesto por Peterson 
y col. donde utilizan tres PCRs para la identificación de tres alelos (S108, S108N y 
S108T ) en el codón 108 de Pfdhfr en la región amazónica de Brasil (53). En el caso del 
secuenciamiento de ADN (obtención de la secuencia de nucleótidos de un segmento de 
ADN) usa la enzima polimerasa y dNTPs modificados que permite la elongación de 
fragmentos de diferentes tamaños de una sola de las hebras del ADN. Esto permite 
deducir la secuencia de ADN por medio de la emisión de una luz fluorescente específica 
para cada uno de los cuatro nucleótidos modificados, éste método es conocido como 
secuenciamiento de Sanger. El PCR-RFLP consiste en amplificar una región genómica 
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específica de interés, y luego se realiza una digestión enzimática con enzimas de 
restricción cuya área de corte se sitúa en el alelo mutante o silvestre, obteniéndose 
fragmentos de diferente tamaño para cada alelo. Para la ejecución de este trabajo, se 
utilizaron los tres métodos mencionados. 
 
MARCADORES MOLECULARES DE RESISTENCIA AL TRATAMIENTO 
COMBINADO SULFADOXINA-PIRIMETAMINA 
Debido a que sulfadoxina-pirimetamina fue el tratamiento antimalárico 
combinado usado durante la epidemia de malaria del 1998 y por ende durante el periodo 
de enrolamiento de los casos de malaria severa de este estudio, esta tesis evaluó los 
marcadores moleculares en los genes que codifican a las enzimas de la vía metabólica 
de los folatos, blanco de esas drogas (anexo 3). 
Los marcadores moleculares que han sido plenamente asociados con resistencia 
a pirimetamina y sulfadoxina en P. falciparum incluyen mutaciones puntuales en dos 
genes de la vía de los folatos: Pfdhfr (gen que codifica la enzima dihidrofolato reductasa 
de P. falciparum, 231 aa) (54,55) y Pfdhps (gen que codifica la enzima de 
dihidropterato sintasa de P. falciparum, 199 aa) (56,57). El gen Pfdhfr se encuentra 
ubicado en el cromosoma 4 (54) y el Pfdhps de en el cromosoma 8 (57). Ambas 
enzimas codificadas por estos genes forman a su vez complejos bifuncionales llamados 
DHFR- TS (DHFR- Timidilato sintasa) y DHPS- PPPK (DHPS- 7,8-dihidro-6- 
hidroximetilpterina pirofosfoquinasa) (anexo 3). Los sustratos para las enzimas DHFR y 
DHPS del parásito son el ácido fólico y PABA (ácido Para-amino-benzoico), 
respectivamente (59,60). La descripción de cada gen se puede encontrar en la Base de 
Datos pública del genoma de Plasmodium, PlasmoDB (58).  
Cuando el paciente recibe tratamiento, los metabolitos de las drogas compiten 
con los sustratos de las enzimas por el sitio activo de las enzimas que en condiciones 
naturales forman parte de la vía de los folatos (inhibición competitiva) (51,61) (anexo 
3). Esta produce una inhibición de la vía de los folatos en el parásito la cual afecta su 
replicación (síntesis de ADN interrumpida) y posteriormente produce su muerte 
(17,62,63). Sin embargo, el parásito desarrolló mecanismos de resistencia al tratamiento 
por medio de la selección de mutaciones puntuales en los genes que codifican estas 
enzimas (39,64). Estas mutaciones alteran el funcionamiento de la proteína codificada 
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(Cowman et al. 1988), produciendo así un cambio en la interacción enzima-sustrato del 
parásito y que afecta la unión de la droga con la enzima del parásito y 
consecuentemente produce una resistencia al antimalárico y sobrevivencia del mismo 
dentro del paciente (39,51) 
Las mutaciones puntuales en el gen Pfdhfr que se han reportado como asociadas 
a conferir resistencia a pirimetamina en el parásito son: A16V, C50R, C51R, C59R, 
S108N, S108T,  I164L   (39,66) y la presencia de una inserción de 15 pares de bases 
(pb): GGG AAA AAA AAT GAG localizada entre los codones 30 y 31 denominada 
“Repetición Bolivia” que fue reportada por primera vez en Bolivia (Plowe et al. 1997; 
Basco & Ringwald 1998b). Esta inserción se localiza cerca del sitio activo de la enzima 
(39). La mutación S108T no ha sido reportada en la población peruana, pero se decidió 
incluirla en el análisis de la tesis para documentar todas las mutaciones posibles.  
Para el caso de resistencia a sulfadoxina, las mutaciones reportadas en el gen 
Pfdhps son: A436F, A437G, K540E, A581G y S613A y S613T, éste último no ha sido 
publicado en aislamientos peruanos ni de Sudamérica (51,68). En ambos genes se ha 
observado que el número de mutaciones está directamente relacionado con el nivel de 
resistencia tanto in vitro como in vivo (52,59,69). 
Actualmente, el tratamiento de primera línea para la MSC es el Artesunato, al 
igual que para MNC. Afortunadamente por el momento no se tiene reportes de 
resistencia a Artesunato o derivados de artemisina en nuestra región, pues los casos de 
resistencia a este antimalárico en el mundo aún se encuentran focalizados en 5 países de 
Asia: Camboya, Laos, Tailandia, Vietnam y Mianmar (9). Sin embargo, P. falciparum 
ha desarrollado resistencia a casi todos los antimaláricos disponibles y el riesgo de 
dispersión de multidrogo-resistencia es elevado, existiendo el riesgo de una rápida 
dispersión como ha ocurrido con otros antimaláricos en el pasado. 
El objetivo de este trabajo fue describir la prevalencia de mutaciones en los 
genes Pfdhfr y Pfdhps en muestras de pacientes con el cuadro clínico de malaria severa 
y/o complicada (MSC) y su posterior comparación de esta frecuencia con los reportes 
de la literatura en la población con malaria no complicada (MNC) durante el mismo 







i. Objetivos e hipótesis 
1. Objetivo general 
Evaluar la prevalencia de mutaciones en los genes que codifican a las enzimas 
dihidrofolato reductasa (Pfdhfr) y dihidropterato sintasa (Pfdhps) de 
Plasmodium falciparum en muestras de pacientes con malaria severa y/o 
complicada, del Banco de muestras biológicas del NAMRU-6. 
 
2. Objetivos específicos  Describir las características clínico-demográficas de los pacientes con malaria 
severa y/o complicada.  Determinar la prevalencia de mutaciones simples, dobles, triples, cuádruples y 
quíntuples en Pfdhfr y Pfdhps en las muestras de estudio.  Determinar la ocurrencia de la inserción Repetición Bolivia en Pfdhfr en las 
muestras de estudio. 
 
 
ii. Línea de investigación y diseño de estudio 
Investigación dentro de las líneas de investigación de Malaria y Medicina 
Molecular. 
 
1. Diseño de estudio 
Estudio descriptivo, observacional y transversal, no hubo intervención por parte del 
investigador y sólo se hizo una sola medición de los datos en el participante.  
El estudio de tesis aquí propuesto fue un estudio secundario que usó muestras 
biológicas (caracterización molecular del parásito P. falciparum) e información 
clínico-demográfica (edad, género y servicios de atención) y de laboratorio 
(parasitemia) de los pacientes participantes del “estudio fuente”: “Investigación de 
la Malaria severa y/o complicada en Iquitos, Perú” (traducción  no oficial de 
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“Investigation of Severe and Complicated Malaria in Iquitos, Peru”), desarrollada 
por el Centro de Investigación de Enfermedades Tropicales NAMRU-6. 
 
2. Población y muestra de estudio 
2.1 Población de estudio y aprobación del comité de ética del Estudio Fuente 
El estudio original in vivo fue conducido en el Hospital de Iquitos por el Dr. 
Richard Witzig investigador de la Universidad de Tulane, New Orleans-USA, 
conjuntamente con el Ministerio Nacional de Salud (MINSA) y la Dirección 
Regional de Salud de Loreto. El diseño fue una cohorte prospectiva de pacientes 
con MSC de los servicios de Medicina, Pediatría y Obstetricia del Hospital 
Apoyo de Iquitos de la ciudad de Iquitos - departamento de Loreto, durante el 
año 1998. Posteriormente el Centro de Investigación de Enfermedades 
Tropicales de la Marina de los Estados Unidos (NAMRU-6) como institución 
colaboradora del estudio original preparó un protocolo para la ejecución de la 
investigación de los casos de MSC en ese grupo de pacientes, bajo aprobación 
del Comité de Ética Institucional NMRCD.2007.0002 que está vigente a la 
fecha. El estudio fuente enroló a 80 pacientes desde el 2 marzo 1998 hasta el 31 
diciembre de 1998.  Los pacientes con un diagnóstico de MSC que entraron a los 
servicios de atención fueron elegidos y enrolados siguiendo los criterios de 
inclusión de la definición de caso por la OMS (anexo 4). Al finalizar el estudio 
se confirmaron 67 casos con infección positiva para P. falciparum. 
 
2.2 Muestra de estudio de esta tesis 
Se incluyó a las 67 muestras biológicas positivas para P. falciparum.  No se hizo 
ningún cálculo de tamaño muestral porque se trabajó con toda la población de 
pacientes con MSC. Hubo dos casos que no fueron en estricto casos de MSC 
pues no cumplieron los criterios de inclusión del estudio fuente, este análisis fue 
desarrollado por el investigador principal (figura 1), por lo que se les excluyó del 
presente estudio de tesis. 
Se hizo un PCR confirmatorio a todas las 67 muestras para identificación de 
infecciones mixtas de P. falciparum con P. vivax para excluirlos del análisis. El 




Criterio de inclusión 
Muestras de pacientes con malaria severa y/o complicada cuya reacción de PCR 
de determinación de especie causante sea positiva a P. falciparum.  
 
Criterio de exclusión 
Diagnóstico confirmatorio por PCR positivo para P. vivax únicamente o como 




iii. Operacionalización de variables 
Las variables analizadas se agruparon en dos grupos: variables de Datos clínico-
demográficos (edad, género, parasitemia y servicio de atención) y variables de 
Caracterización molecular (mutaciones puntuales y genotipos). Las variables de 
datos clínicos demográficos fueron usadas en el mismo formato que fueron 
obtenidas de la base de datos, es decir no se categorizaron. Las variables de 
caracterización molecular se generaron utilizando procedimientos de laboratorio 
que más adelante se exponen. La descripción de cada una de las variables se 
encuentra en detalle en la tabla de operacionalización de variables (tabla 1).  
 
A continuación se definen algunos términos de biología molecular que se utilizaron 
dentro de la tesis. 
 
1. Mutación puntual: definida como el cambio en un nucleótido en la secuencia 
nucleotídica. Si esta mutación ocasiona un cambio de aminoácido se le 
denomina mutación no-sinónima. Por ejemplo, en la mutación S108N de Pfdhfr 
el lado izquierdo del número de codón denota el aminoácido que se encuentra en 
la cepa sensible y el derecho denota el aminoácido que ha cambiado (mutante), 





2. Genotipo: debido que el parásito Plasmodium es haploide cuando está en su 
ciclo biológico dentro del ser humano, los genotipos o haplotipos descritos 
estarán definidos como la secuencia de mutaciones puntuales en un determinado 
gen. Por ejemplo S108N/I164L de Pfdhfr, indica que el gen presenta mutaciones 
que generaron cambio de 2 aminoácidos en su secuencia y están en los codones 
108 y 164 del gen. 
 
3. Alelo: Un alelo es una de las formas alternativas que tiene el gen o una región de 
ADN específica (71). En nuestro caso hablaremos de alelo silvestre o no mutante 
y alelo mutante. 
 
4. Inserción: esta puede deberse a diferentes mecanismos, entre ellos un error al 
momento de la replicación del ADN que luego se selecciona por ofrecer al 
parásito una mayor adaptabilidad por proceso compensatorio, como ocurrió en el 
caso de la repetición Bolivia (72). La inserción “Repetición Bolivia” (RB) es una 
repetición de 5 nucleótidos, de los codones del 26 al 30 del gen Pfdhfr como se 
observa en el gráfico de abajo. 
 
 Inserción Repetición Bolivia: 
 





5. Número de mutaciones: para esto se usó la siguiente clasificación modificada de 
la presentada por Salas en su tesis de maestría (73): 
 
5.1 Gen Pfdhfr según reportes de Perú 
Nº de mutaciones 
Mutaciones Genotipo BR C50R N51I C59R S108N I164L 
Simple (1M) *ǂ No C50 N51 C59 S108N I164 S108N 
Doble (2M) * No C50 N51 C59 S108N 164L S108N/164L 
Triple (3M) * No C50 N51I C59 S108N 164L N51I/S108N/I164L 
Cuádruple (4M)* ǂ BR C50 N51I C59 S108N 164L BR/N51I/S108N/I164L 
Quíntuple (4M) ǂ BR C50R N51I C59 S108N I164 BR/C50R/N51I/S108N 
*Reportado por Kublin 1998 y ǂBacon 2009 (74,75). La mutación C59R ha sido 
reportada por Plowe 1997 en Bolivia, pero no en Perú (39). RB, Inserción 
“Repetición Bolivia”.  
 




S436A A437G K540E A581G A613 
Silvestre (S) ǂ S436 A437 K540 A581 A613 Silvestre 
Doble (2M) ǂ S436 A437G K540 A581G A613 A437G/A581G 
Triple (3M) * ǂ S436 A437G K540E A581G A613 A437G/K540E/A581G 
Cuádruple (4M) S436A A437G K540E A581G A613 S436A/A437G/K540E/A581G 
*Reportado por Kublin 1998 y ǂBacon 2009 (74,75). Las mutaciones A613S/T y 
S436A ha sido reportada en África, pero no en Perú (39). 
 
5.3 Genotipos combinados de Pfdhfr y Pfdhps 
Genotipo combinado 
 Pfdhfr / Pfdhps Genotipo de Pfdhfr Genotipo de Pfdhps 
Simple (1M) Simple (1M) Silvestre 
Cuádruple (4M) Simple (1M) Triple (3M) 
Cuádruple (4M) Cuádruple (4M) Silvestre 
Séxtuple (6M) Cuádruple (4M) Doble (2M) 
Séptuple (7M) Cuádruple (4M) Triple (3M) 





iv. Consideraciones éticas del estudio de tesis 
Los objetivos y procedimientos desarrollados en el presente estudio forman parte 
de los objetivos y protocolo del Estudio Fuente. El presente trabajo de tesis fue 
presentado a la Escuela Académico Profesional de Tecnología Médica de la 
Universidad Nacional Mayor de San Marcos para su aprobación, y fue aprobado 
bajo Resolución de decanato N.° 0038-D-FM-2014. En este estudio se mantuvo la 
confidencialidad de los participantes, utilizando una base de datos que no incluyó 
nombres ni otros datos personales de identificación de los participantes, sino 
únicamente códigos. Los procedimientos de laboratorio se realizaron en el 
laboratorio del Departamento de Parasitología y en el laboratorio de Biología 
Molecular del Centro de Investigación de Enfermedades Tropicales de la Marina de 
los Estados Unidos de América, NAMRU-6. 
 
v. Plan de análisis de datos 
En el análisis descriptivo se reportaron las frecuencias de las variables categóricas 
género, número de mutaciones y genotipos. Para el caso de las variables numéricas 
se reportó la medida de tendencia central con mediana y media geométrica según 
sea el caso, mediana para la distribución de edad ya que no tenían una distribución 
normal (evaluadas visualmente con el histograma de los datos y comparando los 
valores de la media y mediana) y la media geométrica para la distribución de 
parasitemia, al observarse un sesgo a la derecha en la distribución de los datos. 
Adicionalmente, para la comparación de variables categóricas por centro de 
atención, se usaron tablas de contingencia con la prueba Chi cuadrado (chi2) o en 
su defecto se usó la prueba exacta de Fisher cuando el número de celdas de 
comparación con valor esperado menor de 5 excedía al 20% del total de las celdas. 
Para la comparación de variables de edad y parasitemia por centro de atención se 
usó la prueba Kruskall-Wallis que es una prueba estadística no paramétrica para 
comparar más de dos grupos.  
 
Adicionalmente, se comparó la frecuencia de los genotipos mutantes de los genes 
Pfdhfr y Pfdhps de esta tesis con los datos publicados por Salas de los casos de 
malaria no complicada en el departamento de Loreto (73). La decisión de la 
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significancia de la prueba fue de una cola, debido a que se quería demostrar que la 
proporción de la mutación séxtuple mutante de Pfdhfr/Pfdhps encontrada en el 
presente estudio fuese mayor que la proporción publicada en el estudio de 
referencia (35%), al estar este genotipo asociado con falla alta al tratamiento 
(Bacon, Tang, et al. 2009).  
 
Hipótesis nula (Ho): la proporción del genotipo séxtuple mutante (Pfdhr/Pfdhps) en 
la población de estudio (p) es similar o menor a 35% (po). 
Hipótesis alterna (Ha): la proporción del genotipo séxtuple mutante (Pfdhr/Pfdhps) 
en la población de estudio (p) es mayor a 35% (po). 
Estadístico de prueba: 
 
Se rechaza la Ho si zobs  1.96 o zobs  -1.96 
Para la comparación de los datos de esta tesis con los datos publicados por Salas 
(publicación de referencia) se usó el análisis de una cola con el nivel de 
significancia de 0.025, esto es debido a que la hipótesis alternativa fue encontrar 
una mayor proporción de genotipo mutante en las muestras de MSC respecto a los 
casos de MNC, y no que sea diferente solamente (menor o mayor). Todos los 
intervalos de confianza fueron calculados al 95% (IC 95%). El análisis de 
proporciones se llevó a cabo aplicando el teorema de límite central, debido a que el 






   
Figura que muestra que la curva de distribución normal.  
Donde el valor de α/2 sería 0.025 para |Z|=1.96 (pag 
194 de (76)). 
 
Todos los análisis se realizaron usando el programa estadístico Stata v12.0 (Stata 









i. Material biológico 
1. Muestras de estudio: Se emplearon 65 muestras de sangre total recolectadas en 
tubos con EDTA (como anticoagulante) que formaron parte del banco de 
muestras biológicas de NAMRU-6. Las muestras fueron mantenidas a -80 °C y 
pertenecen al laboratorio de Parasitología de NAMRU-6 de Lima 
  Controles internos: Se usaron ADN de cepas de referencia de P. falciparum 
(ATCC/MR4): 3D7, D6 y W2. La cepa ATCC/MR4 3D7 es 
fenotípicamente sensible a pirimetamina y moderadamente resistente a 
sulfadoxina. La cepa D6 es sensible a pirimetamina y sulfadoxina. La cepa 
W2 es resistente a pirimetamina y resistente a sulfadoxina.  
Estas cepas provinieron del cepario mantenido por NAMRU-6 de Lima, siendo 
las dos últimas gentilmente proporcionadas por el Dr. Dennis Kyle del Instituto 
de Investigación de la Armada Walter Reed, Silver Spring (WRAIR). Las cepas 
usadas han sufrido variaciones en su secuencia por los continuos sub-cultivos 
realizados, por lo que la secuencia de nucleótidos de los genes puede ser 
diferente con las secuencias reportadas por otros investigadores.  
A continuación se describe los genotipos de Pfdhfr y Pfdhps en las tres cepas de 
referencia usados. 
 
Tabla de cepas de referencia de NAMRU-6 usadas en esta tesis 
Cepa Origen 
Genotipo de Pfdhfr 
Aminoácido/codón de nucleótidos 
Genotipo de Pfdhps 
Aminoácido/codón de nucleótidos 










W2 Indochina C50/N51I/C59R/S108N/I164L TGT/ATT/CGT/AAC/TTA 
S436F/A437G/K540/A581/A613S 
TTT/GGT/AAA/GCG/TCC 
Fuente: Banco de cepas de NAMRU-6. 
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ii. Material no biológico 
1. Reactivos 
Extracción de ADN:   Kit comercial ADN blood QIAamp mini (Qiagen, NL). 
 
Reacción de PCR:  Desoxinucleótidos trifosfato (dNTPs) a 1.25mM de concentración de trabajo 
(Invitrogen, CA, USA)  Enzima Taq ADN polimerasa recombinante (5U/µL) (Invitrogen, CA, USA) 
o MgCl2 50mM 
o Buffer de PCR 10X (200mM Tris-HCl, pH=8.4)  Agua para PCR libre de ADNsa/RNAasa (Gibco, CA, USA)  Oligonucleótidos cebadores a 50µM de concentración de trabajo. Para 
determinar la especie de Plasmodium se usaron 4 cebadores sintetizados por 
Hospital SickKids (Universidad de Toronto-Canadá) y para el caso de los 
genes de interés Pfdhfr y Pfdhps se usaron un total de 15 cebadores 
adquiridos de la compañía Proligo (SIGMA ALDRICH, MA, USA). 
 
Reacción de RFLP:   Enzima de restricción MspA1I (10U/µL) (New England BioLabs, MA, USA)  Enzima de restricción AvaII (10U/µL) (New England BioLabs, MA, USA) 
 
Corrida electroforética:   Marcadores de peso molecular de 100 pb (Fermentas, USA) y 123 pb 
(Invitrogen, CA, USA).  Agarosa ultrapura grado analítico (Biorad, CA, USA)  Solución tamponada TAE 50X (tris base 0.242g/L, ácido acético glacial 
0.0571 ml/L, EDTA-pH8 20M)  Buffer de carga de ADN 3X (azul de bromofenol 0.125 %, xileno cianol 
0.125 %, glicerol 15%)  Solución de bromuro de etidio  a 100mg/ml (Invitrogen, CA, USA) 
Purificación de productos de PCR 
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 Kit comercial de purificación de productos de PCR QIAquickPCR (Qiagen, 
Nl) 
 
Cuantificación de ADN:   Kit de cuantificación Quant-itTM ds ADN BR assay Kit (Invitrogen, USA) 
 
Secuenciamiento de ADN:  Kit de secuenciamiento de ADN BigDyeTerminator v3.1 (LifeTechnology, 
CA, USA)   Acetato de sodio a 3M grado molecular (SIGMA ALDRICH, MA, USA)  EDTA a 0.5M (pH8) grado molecular (SIGMA ALDRICH, MA, USA)  Alcohol 99.9% grado p.a. (Merck millipore, DEU)  Formamida Hi-di (LifeTechnology, CA, USA)  Buffer de corrida de secuenciamiento con EDTA 10X (LifeTechnology, CA, 
USA)  Polímero Pop-7 (LifeTechnology, CA, USA)  
 
2. Materiales de plástico y vidrio  Gradillas y soportes para tubos y microtubos (USA Scientific)  Guantes de latex y nitrilo (Kimberly- Clarck)  Magnetos (Fisher Scientific )  Moldes de acrílico y peines de 14 pocillos para geles de agarosa (BioRad, 
USA)  Probetas de 100 mL y 2000 mL (USA Scientific)  Puntas de plástico con filtro para  micropipetas de 10, 20, 100, 200, 1000 µL, 
libre de ADNasa y ARNasa (Axygen Scientific, Inc., CA, USA)  Tubos para microcentrífuga Eppendorf de 0.2mL, 0.5mL y 1.5mL, libre de 
ADNasa y ARNasa (Axygen Scientific, Inc., CA, USA)  Tubos de poliestireno de 15 mL y 50 mL (Falcon, USA)   Placas de plástico de 96 pocillos para secuenciamiento no ópticos 
(LifeTechnology, CA, USA) 
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 Arreglo de 16 capilares (LifeTechnology, CA, USA) 
 
3. Equipos de laboratorio  Agitadores magnéticos y vortex (Fisher Scientific)  Balanza analítica (OHAUS)  Incubadora tipo heating block (WWR Scientific products®)  Horno microondas (Samsumg)  Cabina de PCR “The Clone Zone” (USA Scientific Inc., USA)  Microcentrífugas 5417C para tubos de 1.5 mL (Eppendorf, DE)  Micropipetas de 10 µL, 20 µL, 100 µL, 200 µL, 1000 µL (Eppendorf, DE)  Termociclador para PCR GeneAmp9700 (LifeTechnologist, USA)  Cámara de electroforesis horizontal (BioRad, USA)  Fuente de poder para electroforesis (BioRad, CA, USA)  Transluminador Geldoc 2000 (BioRad, CA, USA).   Equipo de secuenciamiento ABI PRISM 3130xL-Avant Genetic Analyser 
(LifeTechnology, CA, USA).  Campana extractora para químicos peligrosos (Metálica Fernández y Cía)  Congeladoras a -80 C, -20°C y refrigerador a 4°C  Máquina de hielo (Scotsman, USA)  Destilador de agua (Wheaton Instruments)  Autoclave (Corning) 
 
4. Programas usados  Quantity One v4.1.6 (BioRad, CA, USA) para la edición de los geles de 
electroforesis.  Sequencing Analysis v5.2 (LifeTechnology, CA, USA) para transformar los 
datos del secuenciador en formato .abi.  Sequencer v4.7 (GeneCodes, MI, USA) para el alineamiento de secuencias de 
formato abi.  Stata v12.0 (Stata Corp., College Station, TX, USA, 2011) para el análisis 






i. Características clínico-demográficas 
La información de edad, género, parasitemia y servicio de atención de los pacientes 
incluidos en esta tesis fue obtenida de la base de datos del estudio fuente. Esta 
información se añadió a una base de datos de formato Excel juntamente con la 
información de caracterización molecular para su análisis. 
 
ii. Caracterización molecular 
Para generar la información de caracterización molecular del parásito P. falciparum se 
realizaron 5 procedimientos de laboratorio: extracción de ADN, PCR para la 
identificación de especies del género Plasmodium spp., identificación de mutaciones en 
los genes Pfdhfr (PCR y secuenciamiento de ADN) y Pfdhps (PCR-RFLP y PCR alelo-
específico) y por último visualización de los productos de amplificación en gel de 
agarosa.  
Para evidenciar cualquier posible contaminación cruzada entre muestras con 
genotipo de parásito mutante y no mutante se usó una reacción adicional con agua libre 
de ADNasa y ARNasa que fue incluida en todas los grupos de amplificación. 
Asimismo, el procedimiento de la extracción de ADN se realizó en un ambiente distinto 
al que se usó para la preparación de las reacciones de PCR y el proceso de amplificación 
en el termociclador  o electroforesis. 
 
 Todos estos procedimientos se describen a continuación.  
 
1. Extracción de ADN 
Se utilizó una alícuota de 200 µL de sangre total. Se  usó el kit de extracción de 
ADN QIAamp® ADN blood mini kit y se siguió el protocolo para muestras de sangre 
total (anexo 5). El ADN fue eluído en 75 µL de Buffer EB y fue almacenado a -
20°C hasta su amplificación. 
 
2. PCR para la confirmación de especies del género Plasmodium spp. 
Para confirmar las especies de P. falciparum y P. vivax que pudieran estar presentes 
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en la muestras de sangre se usó un PCR anidado descrito por Snounou, el cual es 
recomendado por la CDC para la identificación molecular de infección por 
Plasmodium spp.  (CDC-DPDx 2013). El primer PCR identifica al género 
Plasmodium y el segundo identifica a la especie, una reacción de PCR por especie,  
tal como se muestra en la figura de posición de cebadores.  
 










La figura muestra la ubicación de los cebadores usados para el 1er PCR del 
género Plasmodium  y para los PCRs anidados de las especies P. falciparum  
y P. vivax. La ubicación exacta de los cebadores se encuentra descrita en el 
anexo 6. Fuente: (77) 
 
 Se amplificó el gen de la subunidad ribosomal pequeña 18S (ssrRNA-18S), 
usando cebadores sentido y antisentido específicos descritos en el anexo 6. El 
protocolo de amplificación usado fue el publicado por Snounou (77–79), con la 
diferencia que se utilizaron 30 ciclos de amplificación en lugar de 20 para ambos 
PCRs. Todas las reacciones se llevaron a cabo en un volumen de reacción de 20µL 
que contenía 2mM MgCl2, 125uM de cada cebador, 250nM de cada dNTP y 0.4U 
de Taq polimerasa. Las condiciones de amplificación fueron una denaturación 
inicial a 95°C por 5 min, 30 ciclos de 95°C por 2 min, hibridación de cebadores a 
58°C por 2 min, una extensión de la hebra a 72°C por 2 min, y una extensión final a 
72°C por 5 min. Se agregó 2 µL del ADN genómico extraído en el caso de la 
primera amplificación y 2 µL del producto del primer PCR sin diluir en el caso para 
los PCR anidados de cada especie. 
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  En todas las reacciones se usó un control positivo de cada especie (ADN cepa de 
referencia o muestra de especie conocida) y un control negativo (agua destilada 
libre de ADNasa/ARNasa). El tamaño del producto de amplificación fue diferente 
en cada especie: 205 pb para P. falciparum y 120 pb para P. vivax. Cuando las 
muestras tenían ADN de parásito en gran cantidad, se observó un tercer fragmento 
de 1200 que corresponde al producto de la primera amplificación. 
 
 
3. Amplificación e identificación de mutaciones el gen Pfdhfr 
 
3.1 PCR para la amplificación del gen Pfdhfr 
Se siguió un protocolo adaptado de los descritos por Plowe y Gyang (39,80,81). 
Los cebadores usados y el protocolo usado se describen en detalle en los anexos 7 y 
8 respectivamente. Las reacciones del 1er PCR se llevaron a cabo en un volumen de 
reacción de 50 L con los cebadores AMP1 y AMP2. Para los casos en que no se 
observó banda de amplificación se hizo un PCR-anidado con los cebadores SP1 y 
SP2, con el propósito de incrementar el  producto de amplificación de la primera reacción 
para el posterior secuenciamiento de ADN e identificación de genotipos. En todas las 
reacciones de PCR se usó un control positivo (cepa de referencia 3D7) y un control 
negativo (agua destilada libre de ADNasa/ARNasa). El producto amplificado tuvo 
un tamaño de 718 pb para el 1er PCR y de 700 pb para el PCR-anidado. 
 
3.2 Cuantificación de los productos de amplificación  
Se cuantificó el producto amplificado sea del 1er PCR o PCR-anidado por  medio 
del método turbidimétrico. Se usó el kit de cuantificación Quant-itTM dsADN BR 
assay Kit, el cual es recomendado para cuantificar concentraciones altas de ADN 
como es el caso de producto de PCR. 
El procedimiento se describe a continuación, a un tubo de microcentrífuga de 600 
µL se le agregó 199 µL de la solución de trabajo Quant-iTTM (reactivo Quant-iTTM- 
dsADN-BR diluido 1/200 en buffer Quant-iTTM- dsADN-BR) y se añadió 1 µL de 
producto de amplificación. Luego de mezclar en vortex por 3 segundos se incubó a 
temperatura ambiente por 2 minutos y se leyó en el fluorímetro (provisto por el kit). 






Valor QF= el valor dado por el fluorímetro QubitTM 
X= el número de µL de muestra añadida al tubo de micro-centrífuga 
 
3.3 Purificación de productos de PCR  
El producto de amplificación obtenido fue purificado con el objetivo de retirar el 
exceso de dNTPs y demás reactivos que puedan interferir con la reacción de 
secuenciamiento. Se usó del kit de purificación de productos de PCR QIAquick 
PCR purification Kit, siguiendo las instrucciones del fabricante como esta descrito 
en el anexo 9. El volumen de elución con buffer TE fue calculado para obtener una 
concentración final  de 5-10ng/µL. El ADN producto del PCR fue almacenado a -
20°C hasta su secuenciamiento. 
 
3.4 Secuenciamiento de ADN del gen Pdhfr 
Con la finalidad de conocer el genotipo de Pfdhfr, se secuenció el fragmento de 
718pb del 1er PCR purificado o en su defecto del PCR-anidado. Se optó por la 
técnica de secuenciamiento para identificar la inserción Repetición Bolivia que ha 
sido reportada en Perú y otros países de Sudamérica. Se usó el kit de 
secuenciamiento BigDye 3.1 siguiendo el protocolo de amplificación sugerido por 
Applied Biosystems según se describe en el anexo 8. El kit de secuenciamiento de 
ADN BigDyeTerminator v3.1 (LifeTechnology, CA, USA) contiene una solución 
pre-mezcla con los reactivos necesarios para la amplificación (Taq polimerasa, 
dNTPs marcados con fluorocromos, di-desoxinucleótidos (ddNTPs), MgCl2) y un 
control de amplificación externo (ADN plasmídico y cebador de amplificación).  
 Primero, se prepararon dos reacciones de amplificación (PCR modificado) por 
muestra de ADN, una para cada cebador. El cebador AMP2 fue usado para los 
productos provenientes del 1erPCR, el cebador SP2 para productos provenientes 
del PCR-anidado y el cebador SP3 fue usado para todas las muestras independiente 
si provenía del 1er PCR o PCR-anidado, tal como se muestra en la figura de abajo.  
 
Concentración ADN (ng/ µL)= valor QF (µg/ mL) x 200    
                      X     
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 La secuencia de los cebadores y la posición de ellos en el gen se encuentran en 
el anexo 7. Cada tubo de reacción de secuenciamiento contuvo al final una alícuota 
de la pre-mezcla del kit, 1 cebador y una alícuota del producto purificado de 
amplificación, tal como se describe en el anexo 8. La amplificación fue llevada a 
cabo en un termociclador y luego las muestras fueron almacenadas a 4°C hasta el 
siguiente paso que fue el de purificación. Como siguiente paso, se purificaron los 
fragmentos de ADN producto de esta reacción de secuenciamiento con el fin de 
retirar los reactivos en exceso y los dímeros de cebadores que se pudieron haber 
formado durante la reacción. Los productos de amplificación obtenidos fueron 
purificados en el mismo tubo de reacción de PCR, siguiendo el protocolo de 
alcohol-acetato-EDTA de Applied Biosystems descrito en el anexo 9. El paso 
siguiente a la purificación fue el de electroforesis para lo cual el ADN fue 
reconstituido con Formamida Hi-Di para mantenerlas as hebras separadas y fue 
cargado en una placa de 96 pocillos.  
 Como último paso, las muestras de la placa fueron denaturadas incubándolas por 
4 minutos a 94°C y puestas inmediatamente en hielo. La placa con los productos de 
amplificación fue colocada en el equipo de secuenciamiento 3130xl que fue 
previamente acondicionado cambiando el buffer de corrida de secuenciamiento 
recién diluido (1X). Se usó un arreglo de 16 capilares (LifeTechnology, CA, USA) 
como medio físico de la migración de los fragmentos de ADN, este se llenó con 
polímero Pop-7 y se calibró al momento que se instaló en el equipo. El arreglo de 
capilares tiene una vida media de 100 corridas de muestra por capilar. 
Dentro del equipo de secuenciamiento, el ADN en cada pocillo de la placa 
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migró a lo largo del capilar hasta alcanzar la altura del láser, el cual al incidir sobre 
los fragmentos de ADN produjo la emisión de una señal fluorescente que es 
captada por el sensor. Estas señales fluorescentes son específicas de cada base 
nitrogenada marcada por un fluorócromo específico: Big-d110 para citosina 
(celeste), R6G  para adenina (verde), Big-dTAMRA para guanina (amarillo que se 
evidenció en el software con el color negro) y Big-dROX para timina (rojo), tal 
como se muestra en la figura de abajo. Las imágenes fueron procesadas y 
graficadas por el programa del computador Sequencing Analysis v5.2. 
 














4. Amplificación e identificación de mutaciones en el gen Pfdhps 
 
4.1 Amplificación del gen Pfdhps (1er PCR) 
Se usó un PCR convencional para la amplificación del fragmento interés de 1,326 
pb usando los cebadores (M3717 y #186) (anexo 7) y siguiendo las condiciones de 
amplificación previamente publicados por Wang (82). Es necesario resaltar que se 
hicieron algunas modificaciones al protocolo publicado por Wang, tanto en el 
volumen de reacción que fue de 50µL, en las concentraciones de dNTPs y 
cebadores y en el número de ciclos de amplificación, el procedimiento usado se 
encuentra en detalle en el anexo 10. El producto de amplificación de este PCR no 
fue visible en el gel de agarosa debido a su baja concentración (figura no 
presentada). En todas las reacciones de PCR se usó un control positivo o cepa de 
referencia y agua destilada en lugar de ADN como un control negativo. El producto 
de amplificación de este PCR fue usado para proceder con el PCR-RFLP y los 
PCRs-anidados alelo-específicos como se describe a continuación. 
 
 
4.2 PCR anidado-RFLP 
 
4.2.1 PCR anidado 
Se hizo primeramente un PCR anidado a partir del 1er PCR usando los cebadores 
#185 y #218 publicados previamente por Wang (anexo 7) y siguiendo las 
condiciones de amplificación descritas en el anexo 10 (82). Para esto se usó 5 µL 
del producto del 1er PCR. El producto amplificado del PCR-anidado tuvo un tamaño 
de 1,151 pb. 
 
4.2.2 Polimorfismo de la longitud de fragmentos de restricción 
Posteriormente, el producto de amplificación fue digerido (cortado) con dos 
enzimas de restricción en tubos de reacción separados, tal como fue previamente 
publicado por Duraisingh (83).  La reacción de corte enzimático se llevó a cabo en un 
volumen final de 20 L siguiendo las condiciones e información de la compañía 
New England Biolabs (MA,USA) (anexo 10). Para la identificación de la mutación 
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S436A se usó la enzima MspA1I, incluyendo en cada grupo de corte a la cepa de 
referencia D6 con genotipo S436A/A437. Para el caso de la identificación de la 
mutación A437G se usó la enzima AvaII, incluyendo en cada grupo de corte a la 
cepa de referencia 3D7 con genotipo S436/A437G, esto se describe a continuación. 
 







Sitio de restricción en 
el gen Pfdhps 








La enzima MspA1I corta el producto de amplificación en dos fragmentos de 299 pb 
y 852 pb y la enzima AvaII corta el producto de amplificación en dos fragmentos 
de 302 pb y 849 pb, tal como se observa en la figura a continuación: 
 











4.3 PCR anidado-alelo específico 
Se usó un PCR-multiplex (amplificación de los dos alelos, no-mutante y mutante, 
en una sola reacción de PCR) para la identificación de cada una de las mutaciones 
K540E, A581G, A613S y A613T, según los protocolos previamente descritos en la 
literatura. Los cebadores alelo-específicos usados en los PCRs para la identificación 
de los alelos del codón 581 y 613 provinieron de la publicación de Wang (82) y los 




Shaio (84). Se usaron 4 cebadores para cada uno de los PCRs, un par para 
amplificar el alelo silvestre y el otro para el alelo mutante (anexo 7).  
 Para el caso de la mutación K540E, el alelo silvestre (561pb) y mutante (636pb) 
fueron amplificados usando los pares de cebadores #218/CD70 y #185/CD71 
respectivamente. En el caso de la mutación A581G, los cebadores usados para el 
alelo silvestre (441pb) y mutante (758pb) fueron los cebadores #185/201y 
#218/#261 respectivamente. Finalmente para amplificar el alelo silvestre (345pb) y 
los 2 alelos mutantes (849pb) del codón 613 se usaron 2 PCRs, los cebadores 
#218/#233 y los cebadores #185/#226 para el alelo silvestre y mutante A613S 
respectivamente, y los cebadores #218/#233 y #185/#251 para el alelo silvestre y 
mutante A613T. El esquema de amplificación se muestra en la figura a 
continuación.  
 






























Fuente: Figura modificada de Wang y Shaio (82,84) 
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Se usó 5 µL del producto del 1er PCR para cada uno de los PCRs alelo-
específico y se siguió el protocolo de amplificación descrito Wang y Shaio (82,84) 
con algunas modificaciones como se describe en el anexo 11. Además de la 
presencia de las bandas específicas de cada alelo, se observó en algunas muestras la 
amplificación de un fragmento de mayor tamaño correspondiente al gen completo 
(1151pb) producto de los cebadores #185 y #218 (PCR anidado). Las muestras que 
no amplificaron fueron repetidas en otro PCR usando el doble de cantidad de ADN 
del 1er producto de amplificación. La secuencia de los cebadores y la posición de 




5. Visualización de los productos de amplificación 
 
 Todos los productos de amplificación fueron detectados mediante una 
electroforesis en gel de agarosa al 2% que fue corrida en buffer TAE 1X. Para ello, se 
tomó 7 µL de cada muestra a correr y se mezcló con 3 µL de  buffer de carga para  
ácidos nucleicos y luego se cargó esta mezcla en los pocillos del gel de agarosa. La 
corrida electroforética fue realizada por 45 minutos a 110V y fueron sumergidos en una 
solución de bromuro de etidio (1mg/L) durante 15 a 25 min. En cada gel se incluyó un 
marcador de peso molecular de 100pb o 123 pb, debido a que el rango de los tamaños 
de los productos de amplificación de corte fue de 299pb a 1151pb.  Los geles fueron 
luego expuestos a radiación UV en una cámara transiluminadora GELDOC2000 y las 




III. RESULTADOS  
 
A. Características clínico-demográficas de los pacientes 
Los 65 pacientes con cuadro clínico de MSC provinieron de tres servicios de atención: 
Medicina (n=43), Obstetricia (n=7) y Pediatría (n=15) del Hospital de Apoyo de Iquitos. 
La información de edad y parasitemia no estuvo disponible para todos los sujetos, como 
se muestra en la tabla 2. 
Del total de 65 participantes, 60 participantes fueron incluidos en el estudio de 
caracterización molecular después de la confirmación de mono-infección por P. 
falciparum. El 48% de ellos fueron varones y la media geométrica de la densidad 
parasitaria fue de 23,783 parásitos/µL. No se observaron diferencias en la distribución 
de las características clínico-demográficas de los participantes (n=60) con respecto a la 
población total (N=65) (tabla 3).  
Comparando la información clínico-demográfica por los tres servicios de 
atención se encontró que la media geométrica de parasitemia fue mayor en los pacientes 
del servicio de Medicina  (36,927 par/µL) que en los servicios de Ginecología y 
Pediatría (7,000 par/µL aprox.), siendo esta diferencia estadísticamente significativa 
(p=0.032) (tabla 4). Se observó que el 10% de los casos presentó parasitemias del rango 
de 333,000 a 1´500,000 par/µL (figura 2). 
 
 
B. Caracterización molecular 
 
 
1. Determinación de especie de Plasmodium spp. por PCR anidado 
Como se mencionó líneas arriba, de las 65 muestras incluidas en el estudio 5 fueron 
infecciones mixtas de P. falciparum con P. vivax, ya que se evidenciaron en el gel de 
electroforesis dos bandas de amplificación de 100pb y 200pb correspondientes a cada 
una de las especies (figura 3 – muestra N°63). Cuatro de estas muestras fueron 
encontradas en los pacientes provenientes del servicio de Medicina y uno en el servicio 
de Obstetricia (tabla 4). Las 60 muestras restantes con mono-infección por P. 




2. Mutaciones en el gen Pfdhfr identificadas por secuenciamiento de ADN 
De las seis mutaciones en el gen Pfdhfr reportadas en la literatura (codones 16, 50, 51, 
59, 108, 164), tres de ellas (N51I, S108N y I164L) fueron reportadas en este estudio de 
tesis. Asimismo, se observó también la inserción “repetición Bolivia” el cual estuvo 
presente en todos los aislamientos que presentaron las tres mutaciones. La mutación 
S108N estuvo en el 100% de las muestras, y las otras dos mutaciones y la inserción BR 
estuvieron en el 83% de ellas (tabla 5). Los geles de los PCRs correspondientes a las al 
1er PCR y PCR-anidado del gen Pfdhfr se encuentran en la figura 4. 
 
 
3. Mutaciones en el gen Pfdhps identificadas por PCR-RFLP y PCR-alelo 
específico 
Con respecto al gen Pfdhps, de las cinco mutaciones reportadas por la literatura 
(codones 436, 437, 540, 581 y 613) cuatro fueron observadas en este estudio: S436A, 
A437G, K540E, A581G. Las mutaciones A437G y A581G fueron las más frecuentes 
(83%) y la mutación S436A estuvo presente en sólo un aislamiento (tabla 5). La imagen 
del gel de agarosa correspondiente al PCR-RFLP usado para la identificación de las 
mutaciones S436A y A437G se encuentra en la figura 5, la correspondiente a las 
mutaciones K540E y A581G se encuentran en la figura 6, y finalmente la figura del gel 
del PCR para las mutaciones A613Sy A613T se encuentran en la figura 7. 
 
 
4. Distribución de genotipos en los genes Pfdhfr y Pfdhps 
Con respecto a los genotipos, se identificaron dos genotipos mutantes en el gen Pfdhfr: 
genotipo simple mutante ó 1M (S108N) y cuádruple mutante ó 4M 
(N51I/S180N/I164L+BR). El genotipo 4M fue el más frecuente y estuvo presente en 50 
aislamientos. Para el caso del gen Pfdhps se encontraron 4 genotipos: no mutante doble, 
triple y cuádruple mutante, de ellos el genotipo triple mutante (A437G/K540E/A581G) 
fue el más frecuente y estuvo presente en 50 de los 65 aislamientos (tabla 6). 
Con respecto a los genotipos combinados de Pfdhfr y Pfdhps, se encontró que el 
el genotipo 7M (4M de Pfdhfr y 3M de Pfdhps) fue el más frecuente (tabla 6). Este 
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genotipo estuvo presente en el 77% de los aislamientos (IC95%,  64% - 87%). El anexo 
13 muestra la lista total de las 60 muestras y sus genotipos respectivos. 
 
5. Distribución de las mutaciones y genotipos de Pfdhfr y Pfdhps según el servicio 
de atención de los participantes. 
Finalmente hicimos un análisis de distribución de genotipos según servicios de 
atención. Se observó una diferencia marginal en la frecuencia de los genotipos del gen 
Pfdhps entre los tres servicios de atención, sin llegar a ser estadísticamente significativa 
(p=0.051). 
 Sin embargo, se observó diferencia estadísticamente significativa en la 
distribución del genotipo combinado 7M (Pfdhfr / Pfdhps) por servicios de atención, 
87% en el servicio de medicina, 53% en el servicio de pediatría y 67% en el servicio de 
obstetricia (valor p = 0.035). Posteriormente se hizo una comparación de la frecuencia 
de sólo este genotipo entre los servicios de atención y observamos que esta diferencia 







En el presente estudio se determinaron las frecuencias de mutaciones en los genes 
Pfdhfr y Pfdhps conocidas por estar asociadas con resistencia al tratamiento combinado 
sulfadoxina-pirimetamina. Las muestras incluidas en esta tesis provinieron de los  casos 
enrolados de MSC de Iquitos-Loreto, durante los años 1998 y 1999, años en que se 
reportaron la mayor cantidad de casos fatales por P. falciparum en la región Amazónica 
(15). El análisis de los marcadores moleculares asociados con resistencia en este grupo 
de muestras fue importante porque permitió documentar información relevante sobre el 
posible impacto que puede tener la diseminación de cepas resistente de P. falciparum en 
la ocurrencia de casos fatales por malaria en un área endémica.  
Casi todas las mutaciones reportadas en esta tesis en los genes Pfdhfr (inserción 
RB, N51I, S108N, I164L) y Pfdhps (A437G, K540E y A581G) fueron reportadas 
previamente en otros estudios en la Selva Amazónica Peruana (74,75,85), aunque con 
una frecuencia mucho menor (35% - 100% vs 80-100% de esta tesis). La mutación 
S436A de Pfdhps fue reportado por primera vez en este estudio. Estas mutaciones 
causan en el parásito pérdida de afinidad de la enzima por la droga, por lo que fueron 
asociadas con resistencia al antimalárico SP; además fueron seleccionándose en las 
poblaciones endémicas de malaria por P. falciparum cuando se usaba SP como primera 
línea de tratamiento (38,40,60,64,85,86).  
Se observó que de todas las mutaciones de Pfdhfr la mutación S108N fue la 
única que estuvo presente en todos los aislamientos, similar a los reportes del mismo 
periodo de estudio en malaria no complicada (74,75). Esta mutación sería la primera en 
generarse según Sirawaraporn (87) (ver anexo 12). La presencia de esta mutación ha 
sido considerada como el mayor mecanismo de resistencia a pirimetamina (55), pues su 
presencia afecta la afinidad de la droga por la enzima sin afectar su afinidad natural por 
el sustrato del parásito (88). Su presencia además confiere al parásito adaptabilidad y 
ventaja durante la transmisión de la enfermedad, más que resistencia por si sola 
comparada con los otros genotipos, dobles, triples, o cuádruples (52,87). 
 La progresiva adición de mutaciones en los codones 51 y 164 de Pfdhfr 
gradualmente incrementan la resistencia del parásito a pirimetamina (39,87). La adición 
de la mutación N51I ha sido seleccionada por el uso de SP en el área Sudamericana, 
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según observamos los primeros reportes en Bolivia, Perú, Brasil, Colombia and 
Venezuela que muestran una frecuencia de alrededor de 20-90% (39,74,89–94). Esta 
mutación no ha sido asociada con resistencia a SP al no observarse una diferencia con 
respecto al genotipo simple S108N (95).  
Finalmente, la mutación I164L, es la última en añadirse según la cascada de 
resistencia (anexo 12) y está asociado con el más alto grado de resistencia a SP 
(39,40,87,96). Esta mutación junto con la mutación S108N y N51I formaron el genotipo 
más frecuente de esta tesis: genotipo cuádruple mutante ó 4M 
(N51I/S180N/I164L+BR), el cual fue dos veces más frecuente en los casos de MSC de 
esta tesis comparado con los casos reportados de MNC en la literatura en el 
departamento de Loreto (74,75) (Tabla 8). Triglia sugiere que este genotipo confiere 
una mayor adaptabilidad o fitness al parásito bajo presión del antimalárico SP (97), lo 
que se explica posiblemente por qué observamos una frecuencia del doble en los casos 
de MSC. 
La inserción RB se encontró 100% asociada con la mutación I164L (73). Los 
ensayos in vitro mostraron que esa inserción no añade más resistencia a SP comparado 
con el genotipo con la mutación I164L, lo que sugiere que posiblemente el uso del 
antifolato antibacterial trimetroprim fue el que seleccionó a esta mutación (96).  
La mutación I164L juntamente con la mutación A16V ha sido asociada con 
resistencia al antimalárico proguanil (cuyo principio activo es cicloguanil) (98,99). 
Aunque este antimalárico no forma parte de ningún esquema de tratamiento en nuestro 
país (anexo 2), es importante resaltar su importancia, ya que proguanil  forma parte del 
tratamiento combinado Proguanil/Atavaquone o “Malarone”, que es usado como 
tratamiento actual de prevención para viajeros,  recomendado por la CDC (100–102) y 
su modo de acción también es sobre la enzima DHFR (60). 
 Al igual que S108N en Pfdhfr, la mutación A437G en Pfdhps sería la primera en 
aparecer y está relacionada con niveles bajos de resistencia a sulfadoxina (51,59). La 
segunda mutación en añadirse es la A581G que se asocia a una resistencia in vitro 
moderada a sulfadoxina, y la adición de esta mutación al genotipo simple A437G 
confiere un incremento en el nivel de resistencia, aunque relativamente pequeño 
(51,97). El genotipo doble mutante - 2M (A437G/A581G) estuvo presente en sólo el 
3% de las muestras y está asociado con un incremento de 1-3 veces de resistencia in 
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vitro con respecto a la cepa mutante A437G (59). In vivo se observa que la adición de 
esta mutación duplica la probabilidad de producir falla al tratamiento a SP respeto al no 
mutante (52).  
Finalmente, la adición de la mutación K540E al genotipo 2M (ahora genotipo 
3M - A437G/K540E/A581G) confiere al parásito el más alto nivel de resistencia a 
sulfadoxina, duplicándose su probabilidad de falla al tratamiento comparado con el 
genotipo 2M (52). Éste genotipo fue el doble de frecuente en los aislamientos de MSC 
de esta tesis comparado con los casos de MNC de referencia publicados (tabla 8) y ha 
sido encontrado en áreas geográficas que presentan resistencia alta a SP in vivo (39).  
 Por último, se reporta por primera vez en esta región geográfica la presencia de 
la mutación S436A de Pfdhps que fue aislada de un niño de 3 años, esta mutación formó 
parte del genotipo combinado 8M (4M de Pfdhfr y 4M de Pfdhps). La mutación S436A 
ha sido previamente reportada en Kenia, Vietnam y en una comunidad de Brasil 
(39,89,103). Lamentablemente, al no tener el historial de los viajes del participante no 
podemos definir a ciencia cierta si este genotipo fue importado de otro país o es que se 
encuentra en baja frecuencia en la población y fue detectado por el efecto del azar. Esta 
mutación en conjunto con la A437G no ha sido asociada a resistencia a SP (68). Plowe 
sugiere que esta mutación es más frecuente en áreas donde no hay mucha presión a SP y 
que luego disminuye su frecuencia cuando la presión a drogas se incrementa dentro del 
área geográfica, debido a que los parásitos con esta mutación presentan un reducido 
fitness con respecto a las cepas no mutantes (39,104,105).  
Con respecto al genotipo combinado, en este estudio de tesis se encontró que la 
frecuencia del genotipo combinado 7M de Pfdhfr / Pfdhps (genotipo 4M de Pfdhfr 
N51I/S180N/I164L+BR y genotipo 3M de Pfdhps A437G/K540E/A581G) estuvo 
presente en más del 75% de los pacientes infectados con MSC. La frecuencia de este 
genotipo fue casi el doble de frecuente comparado con los casos de MNC reportados en 
la literatura (35%), en la misma región y en el mismo espacio de tiempo (73). Debido a 
la posibilidad de la existencia de sesgo causado por la sobrestimación de la prevalencia 
de infecciones resistentes dentro de los estudios fármaco-epidemiológicos (65), se eligió 
el reporte de Salas como referencia para las comparaciones al ser éste un estudio de 
ensayo clínico y no un estudio de corte transversal como el de Kublin (74) (tabla 8). 
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El primer reporte de frecuencia de este genotipo combinado en la región 
Amazónica fue publicado por Kublin y col. en el año 1997, quienes reportaron una 
frecuencia de 38% de este genotipo en la ciudad de Iquitos (74). El segundo reporte fue 
de Salas, trabajo de tesis, quien reportó una frecuencia del 35% en dos comunidades de 
Loreto: Padrecocha y Caballococha a 5 Km y 30 Km de distancia de la ciudad de 
Iquitos (73); este reporte fue posteriormente publicado en una revista internacional en el 
año 2009 (52). Ambos estudios fueron reportados en pacientes con MNC y hasta la 
fecha no hay estudios que hayan sido realizados en pacientes con MSC en esta región. 
Aunque esta tesis sólo incluyó a los pacientes con MSC de un hospital de la ciudad de 
Iquitos, es muy posible que estos sean una buena representación de las áreas estudiadas 
por Salas y Kublin, debido a que los pacientes con sospecha de malaria severa en toda la 
región de Loreto son en su mayoría derivados a los hospitales de nivel III para una 
mejor atención. 
 Los genotipos individuales 4M de Pfdhfr y 3M de Pfdhps, que conforman el 
genotipo combinado 7M, han sido asociados con resistencia a SP tanto en estudios de 
eficacia in vivo como in vitro (Bacon 2007, Salas tesis) y se han identificado como los 
últimos en generarse dentro de la cascada de generación de mutaciones en ambos genes 
(ref) (anexo 13). Las mutaciones I164L de DHFR y K540E de DHPS, que conforman 
estos genotipos han sido propuestos como predictores de falla al tratamiento a SP, 
siendo así que están asociados con un 100% de resistencia parasitológica RIII y 97% 
con resistencia clínica RIII (52). 
El segundo genotipo combinado mutante fue el 1M que fue dos veces menos 
frecuente en los casos de MSC que en los casos de MNC de la publicación de referencia 
(tabla 8). El tercer genotipo combinado mutante fue el 6M, presente en sólo 2 
aislamientos, el cual a diferencia del 7M no presentó la mutación en el codón 540 de 
Pfdhps. Este genotipo, aunque en menor magnitud también ha sido asociado con falla 
clínica (p<0.01), con un 22% de casos con resistencia parasitología RIII, 33% a RII y  
33% a SP sensible (52,73). Finalmente el cuarto genotipo combinado fue el 1M (Pfdhfr 
S108N + genotipo silvestre de Pfdhps), que fue 3 veces menos frecuente comparado con 
los reportes de MNC reportados por Salas (tabla 8). Este genotipo ha sido asociada con 




 Debido a la acción sinérgica de pirimetamina sobre sulfadoxina (64), razón por 
la que el tratamiento recomendado es combinado (Scott y col., 1987), la mutación 
A437G se encuentra asociada casi siempre con al menos una mutación en Pfdhfr (51). 
Por lo que generalmente la selección de mutaciones múltiples en Pfdhps casi siempre 
van acompañadas de selección de mutaciones múltiples en Pfdhfr  (Wang, Read et al. 
1997), siendo las mutaciones en Pfdhfr las que se seleccionan primero que las 
mutaciones de Pfdhps (59,60). Sin embargo, en esta tesis hubieron 2 aislamientos con 
genotipo combinado 4M que no compartieron estas características: 1 muestra con 
genotipo 4M de Pfdhfr + no mutante de Pfdhps y una muestra con genotipo 1M de 
Pfdhdr + 3M de Pfdhps.  
El hecho de que se haya encontrado estos genotipos en este estudio y no en los 
de Salas y Kublin, podría deberse a la posibilidad de que los casos de MSC incluyeron 
casos de áreas remotas que fueron derivados a la ciudad de Iquitos. Por otro lado, es 
posible  que haya habido una expansión clonal del parásito asociado con el incremento 
de los casos (16), aumentando las probabilidades de tener nuevas combinaciones de 
genotipos (recombinación o crossing over) y seleccionándose como respuesta a 
exposiciones previas a sulfadoxina como parte de los tratamientos para infecciones 
respiratorias o gastrointestinales (60). Hijar y col. encontraron una alta diversidad en las 
cepas circulantes en Iquitos durante el año 1998 (106).  
Debido a la baja probabilidad de selección de mutantes Pfdhps sin selección 
previa de mutantes Pfdhfr (menos fittness del parásito) (60), sugerimos que el segundo 
genotipo (1M Pfdhfr + 4M Pfdhps) pudo originarse con mayor probabilidad por 
recombinación que por selección de la cepa mutante perse. Lamentablemente no se 
puede verificar estas hipótesis, debido a que no se cuenta con información sobre 
marcadores neutrales (marcadores que no están sujetas a selección) en este grupo de 
muestras.  
 La dispersión de resistencia a los antimaláricos en uso y el fenómeno natural del 
Niño en la región Amazónica fueron los principales factores asociados con la epidemia 
de malaria en el año 1998 (7,107). La severidad y patología de la malaria está 
estrechamente relacionada con los factores que favorecen la proliferación del parasito 
(alta parasitemia), la cual se puede controlar y evitar si se administra un tratamiento 
adecuado (16). Sin embargo, esto no se cumplió en Loreto debido a que se tenían como 
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antecedente a la dispersión de resistencia al antimalárico en uso, CQ primeramente y 
luego SP. Un reporte sobre un brote de malaria por P. falciparum en África, encontró 
que el incremento de mortalidad por malaria estuvo asociado de una manera importante 
con la dispersión de resistencia al antimalárico en uso en la población, en ese caso CQ 
(108), esto se corrobora con el hallazgo de Wichman en Gana, donde los niños que 
presentaron más complicaciones por malaria tuvieron mayor concentración de CQ en 
sangre, posiblemente debido a que recibieron un exceso de tratamiento previo producto 
de una no-eficacia del tratamiento, esto en un área con presencia del genotipo resistente 
76K de Pfcrt en más del 80% que confiere resistencia a CQ (109) . 
 Un hallazgo importante en este estudio fue que el 75% de los aislamientos de los 
casos de MSC presentaron el genotipo mutante asociado con resistencia alta a SP, esto 
dentro de un área donde este genotipo se encontraba en menos del 40% de las cepas 
circulantes totales (75). Este hallazgo corrobora lo que White describe “el incremento 
de morbilidad y mortalidad no se debe al tratamiento inadecuado de malaria severa 
sino al tratamiento inadecuado oral de primera-línea que causa un incremento en la 
proporción de pacientes que desarrollan malaria severa” (25). Esto sugiere que en los 
pacientes con MSC el tratamiento de 1era línea posiblemente produjo la selección 
preferente de cepas resistentes a SP, siendo así un factor de riesgo importante para la 
ocurrencia de MSC (64,86,110).  
El hallazgo de una mayor frecuencia de parásitos resistentes en estos pacientes, 
muestra que los parásitos con este genotipo resistieron  las dosis de tratamiento que 
recibió el paciente por un tiempo mayor que los parásitos con el genotipo sensible o 
moderadamente sensible (1M), que según Hastings sería un mínimo de 5 días, cuando la 
concentración de droga es menor a la óptima para la eliminación de este tipo de 
parásitos (111). Esto se corrobora también con el reporte de Hijar en Loreto, donde la 
diversidad genética del gen GLURP de los aislamientos de los casos con MSC fue 
menor que en los casos de MNC, producto de una selección de estos parásitos por 
presión a droga (112). Asimismo, Ogotu encontró una mayor frecuencia del genotipo 
múltiple mutante en el día que los pacientes presentaron recurrencia de parasitemia 
comparado con el día de primo-infección, pudiendo incrementar su riesgo de desarrollar 
malaria severa (113), que para el caso de SP esta selección de parásitos mutantes suele 
ser muy rápido, incluso desde el punto de vista poblacional (114). 
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Sin embargo, estos antecedentes no explican la presencia de los 9 casos de MSC 
que tuvieron el genotipo combinado 1M (S108N), quienes según los reportes de eficacia 
a antimaláricos realizados en la misma área geográfica, debieron haber respondido 
fácilmente al tratamiento con SP o tener RI (52,73,74,96) y por ende deberían tener 
menos riesgo de desarrollar el cuadro clínico de severidad. Entonces es posible que 
otros factores como los del hospedero pueden haber afectado a la respuesta al 
tratamiento (115). Por otro lado, debido a la falta de información del caso clínico, no 
podemos descartar  la posibilidad de que ellos hayan recibido CQ y no SP como 
tratamiento de primera línea, ya que para esa época en algunos lugares de la Amazonía 
CQ era la primera línea de tratamiento y SP la segunda línea (116), debido a que ésta no 
se había implementado por razones logísticas sumado a las altas tasas de abandono al 
tratamiento (7,13,117). Si ese fuera el caso, un reporte previo mostró que el 100% de las 
muestras de esta tesis contenían a la mutación K72T del gen Pfcrt (datos no publicados, 
comunicación personal con Carmen Lucas – NAMRU-6), por lo que la probabilidad de 
falla a CQ era alta en esa población (118). 
 Además del tratamiento recibido, la severidad de la enfermedad está 
influenciada por otros factores como: dosis sub-óptimas, estatus nutricional, respuesta 
inmune del paciente, edad, metabolismo de la droga en el paciente, entre otros 
(16,25,60,119), por lo que la respuesta al tratamiento per se no explica solamente por el 
perfil genético del parásito (39,120). Este estudio incluyó a pacientes que fueron 
atendidos en tres servicios de atención: medicina, pediatría y obstetricia. La distribución 
de características clínico-demográficas fue relativamente homogénea entre los tres 
servicios de atención.  
Sin embargo, se observó que la media geométrica de parasitemia en los adultos 
(adultos varones y mujeres adultas no gestantes) fue de 6 veces respecto a la de los 
niños y gestantes, posiblemente debido a que los adultos al tener altos niveles de 
inmunidad parcial adquirida presentaron una malaria no complicada relativamente 
estable (1), pudiendo soportar altos niveles de parasitemia que no siempre es 
acompañado por malaria clínica (121). Por otro lado, debido al hecho que se considera 
como emergencia médica un caso de malaria en gestantes, es posible que el tiempo de 
atención en el diagnóstico y tratamiento (artesunato u otros) en este grupo de pacientes 
haya sido más rápido comparados con los adultos no gestantes (122). 
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Cabe resaltar además, que las parasitemias altas fueron observadas en los 
pacientes provenientes del servicio de medicina, llegando a reportarse los valores de 
640,000 y 1´500,000 parásitos por µL de sangre en dos muestras de pacientes. El valor 
de 1 millón de parásitos no pudo verificarse debido a que estos datos fueron colectados 
en el año 1998, por lo que se recomienda considerarlo con cautela, pues estos valores  
sólo son reportados en casos de MSC de África. El paciente que tuvo más de 1 millón 
de parásitos por µL de sangre fue un adulto que murió por malaria cerebral luego de ser 
internado en el Hospital (comunicación personal con el Investigador Principal). Es 
importante mencionar que la medida de parasitemia es relativa ya que estará 
influenciada por el nivel de secuestramiento de parásitos en los capilares y no siempre 
es exacta o una buena medida de cantidad de parásitos (110). 
Con respecto a los marcadores moleculares de resistencia por servicios de 
atención, se encontró que el genotipo combinado mutante 7M fue menos frecuente en 
los niños y en las mujeres del servicio de obstetricia, comparado con los pacientes del 
servicio de medicina. Sugiriendo que una menor inmunidad en niños (menor exposición 
previa a malaria) y mujeres embarazadas también es un factor importante para la falla al 
tratamiento, como lo muestra un estudio en Nigeria donde los niños menores de 5 años 
presentaron mayor riesgo de fallar al tratamiento independiente del genotipo mutante 
del parásito infectante (123). Además, dentro del grupo de gestantes, las mujeres con 
poca o sin inmunidad pueden sufrir complicaciones que son muchas veces fatales (121). 
Adicionalmente, la farmacocinética de los antimaláricos es diferente en este grupo de 
pacientes  y por ende se afecta la respuesta al tratamiento y el control de la parasitemia 
(16,124), teniendo mayor riesgo de desarrollar una malaria severa debido a un 
tratamiento ineficaz que debido a la resistencia del parásito (125).  
El presente estudio aportó información sobre el patrón molecular de resistencia 
en los genes Pfdhfr y Pfdhps involucrados con el antimalárico SP o Fansidar (Roche, 
Suiza) en muestras de pacientes con malaria severa y/o complicada del departamento de 
Loreto colectadas en el año 1998. Hasta el momento este es el primer estudio de este 
tipo, que evalúa la asociación de marcadores moleculares de resistencia en casos de 
MSC en un área donde la resistencia al antimalárico evaluado estaba difundida. Existen 
hasta el momento 4 estudios que mostraron la caracterización molecular del parásito en 
casos de MSC, aunque en escenarios muy diferentes de la tesis aquí presentada.  
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El primero es Ibrahim quien encontró una asociación entre la presencia del 
genotipo mutante simple (S108N) de Pfdhfr como factor de riesgo para anemia por 
malaria severa en Nigeria-África, sin embargo este estudio fue desarrollado en un área 
la dispersión de resistencia a SP no era alta, considerando que el genotipo mutante 
S108N no está asociado con una resistencia alta comparada a los genotipos con más de 
2 mutaciones (126). El segundo reporte es de Montoya, quien evaluó la relación de dos 
mutaciones del gen Pfmdr1 con falla al tratamiento de CQ, MQ y amodiaquina (AQ) 
tanto en casos de MSC y MNC; para este caso la resistencia a MQ y AQ no está 
difundida y los marcadores moleculares asociados con resistencia no han sido bien 
caracterizados, y además la mutación clave para evaluar resistencia a CQ no fue 
evaluada en este estudio (33). El tercer reporte es de Bob y col quienes reportaron una 
mayor frecuencia (no tan alta) del genotipo mutante de Pfdhfr en pacientes con malaria 
cerebral / malaria hospitalizada en Senegal- África, sin embargo a diferencia de esta 
tesis, Bob y col. hicieron su estudio en un área donde SP ya no era parte del programa 
de antimalárico aunque si con una alta proporción de auto-tratamiento fuera del centro 
de salud (127). Finalmente, el cuarto estudio reportó una mayor frecuencia (10% de 
diferencia) de la mutación 76K de Pfcrt asociado con resistencia a CQ en casos de MSC 
respecto a casos de MNC, la frecuencia de esta mutación en la población de MNC en 
Mali - África fue de 60% (128). 
 Durante el periodo de estudio (1998) el Perú reportó la mayor cantidad de casos 
de malaria en su historia, y los casos de MSC también fueron considerablemente altos. 
La severidad del cuadro clínico de MSC en el paciente, lleva en la mayoría de los casos 
a una muerte rápida, lo cual hace difícil su estudio. En ese entonces, el tratamiento en 
uso era SP y la dispersión de la resistencia a este tratamiento se consideró como uno de 
los factores asociados con el incremento de casos de malaria. Desde el 2001 se ha 
reemplazado el tratamiento a uno combinado de artesunato-mefloquina, debido a la 
dispersión de resistencia a SP. Si bien es cierto ahora no tenemos casos severos en la 
misma magnitud que en 1998, este estudio evidenció que la dispersión de la resistencia 
a drogas en la población es un determinante importante para el manejo de los casos de 





En primer lugar al ser este un estudio transversal, los hallazgos encontrados no 
pudieron ser comparados con un grupo control dentro de la misma población, por lo que 
es posible que la frecuencia de mutaciones sea menor a la real (error tipo I). Sin 
embargo al comparar los resultados con el reporte de dos localidades muy distantes, 
podríamos sugerir que la frecuencia de mutaciones en el grupo de comparación sería 
cercana a la real, más aún la frecuencia de mutaciones en la comunidad de Caballococha 
fue mucho mayor que la de Padrecocha, cabiendo la posibilidad de incluso subestimar la 
diferencia encontrada. Asimismo, por norma del Ministerio de Salud, todos los casos 
confirmados o sospechosos de malaria severa detectados en los centros de salud 
tuvieron que ser derivados a los hospitales de nivel III para atención de hospitalización, 
por lo que es posible que este grupo de muestras haya sido una buena representación de 
los casos de MSC de la región.  
Segundo, debido a que la información de esta investigación provino de un 
estudio realizado hace más de 10 años, no se tuvo la facilidad de verificar y completar 
algunos datos de parasitemia, edad y lugar de posible infección de los casos, ni tampoco 
los datos epidemiológicos exactos de ese periodo de estudio.  
Tercero, al no haber un estudio de análisis de marcadores neutrales de 
diversidad, no fue posible explicar los nuevos genotipos observados en este grupo de 
muestras. Finalmente, hubiera sido conveniente incluir la información de inmunidad de 
los pacientes, para ajustar las conclusiones encontradas por los posibles confusores de 





V.       CONCLUSIONES Y RECOMENDACIONES 
 
1. El genotipo 7M (N51I/S180N/I164L+BR de Pfdhfr y A437G/K540E/A581G de 
Pfdhps), previamente asociado con resistencia a sulfadoxina/pirimetamina, fue 
encontrado en un 75% de las muestras de malaria severa y/o complicada de esta 
tesis. Esto corrobora el hallazgo epidemiológico de la importancia de la 
resistencia al tratamiento de primera línea como factor determinante en la 
ocurrencia de casos MSC. Estos hallazgos proponen la necesidad de incluir 
dentro de la vigilancia de malaria a los marcadores moleculares de resistencia, 
especialmente cuando se observe un incremento desmedido de casos o durante 
un brote. 
 
2. Por otro lado, la diferencia de la frecuencia del genotipo combinado 7M 
observada entre los diferentes servicios de atención, muestra que el factor 
genético del parásito no es el único importante. Siendo así que los pacientes del 
servicio de obstetricia y pediatría presentaron menor porcentaje de infección con 
cepas altamente resistentes, sugiriendo que otros factores también son 
importante en este grupo de pacientes. Sería necesario validar los hallazgos de 
este estudio en regiones con distintos índices de endemicidad. 
 
3. Se sugiere además replicar este estudio en otras regiones donde aún usen SP o 
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Tabla 1. Operacionalización de variables 
 
Variable Definición 










Género Género del participante 
Género en base a la información 
del sexo del participante 





Sujeto- Ficha  
clínica 
Edad Edad del participante 
Edad en base a la información 










Servicios de atención 
hospitalaria 
Servicio de atención del 
Hospital de Apoyo Iquitos 






Sujeto- Ficha  
clínica 
Parasitemia 
Numero de estadíos 
del parásito por 
volumen de sangre 
Numero de estadíos asexuales 
de P. vivax por µL de sangre del 
participante en el día de 
enrolamiento (parásitos/ µL) 
Numérica, 
continua Razón Parásitos/µL 




Mutación puntual o 
cambio de un 
nucleótido de la 
secuencia 
nucleotídica del gen 
Mutación que ocasiona un 
cambio de aminoácido (aa) en 
















Pfdhfr Denotación de todas las mutaciones 
presentes en el gen 
Denotación de todas las 
mutaciones presentes en el gen. 
“aa123bb/cc246dd” 
Categórica 
dicotómica Ordinales Presencia o 
ausencia del 
genotipo 












Tabla 2. Información disponible del total de participantes del estudio, casos de malaria 





















Disponibilidad de información demográfica-laboratorio 
     Género 43 7 15 65 
     Edad 42 6 14 62 
     Parasitemia 41 6 14 61 
Disponibilidad de muestras 
biológicas 43 7 15 65 





Tabla 3. Características de la población de estudio, casos malaria severa y/o 





  Muestra total  Análisis molecular 
Características   n (%)  n (%) 
      n=65   n=60 
Género     
 Femenino  34 (52%)  31 (52%) 
 Masculino  31 (48%)  29 (48%) 
       
Servicio de atención      
 Adultos  43 (66%)  39 (65%) 
 Niños  15 (23%)  15 (25%) 
 Gestantes  7 (11%)  6 (10%) 
       
PCR malaria      
 P. falciparum  60 (92%)  60 (100%) 
 Mixto P. falciparum/P. vivax 5 (8%)  0 
      
      n=62   n=58 




      
      n=61   n=56 
Media geométrica de parasitemia 
(parásitos/µL)* 
21,546 
 (80-1´500,000)  
23,783  
(80-1´500,000) 
            
* rango (mínimo-máximo) 





Tabla 4. Datos demográficos y de laboratorio de casos de malaria severa y/o complicada, departamento de Loreto, distribuidas por servicio 






Servicios de atención 
 Total Medicina Pediatría Obstetricia valor p 
n(%) n (%) n (%) n (%)   
    n=65 n=43 n=15 n=7   
Género 
Femenino 34 (52%) 20 (46%) 7 (47%) 7 (100%) 1.000 
Masculino 31 (48%) 23 (53%) 8 (53%) NA 
 
 PCR malaria 
Monoinfección P. falciparum 60 (92%) 39 (91%) 15 (100%) 6 (86%) 0.346 
Infección mixta P.f /P.vivax 5 (8%) 4 (9%) 0 1 (14%) 
 
 
    n=62 n=42 n=14 n=6 n=62 
Edad (años)* 24 (3-84) 38 (15-84) 6 (3-13) 20 (16-27) NA 
 
    n=61 n=41 n=14 n=6 n=61 
Parasitemia (parásitos/µL) 
Media geométrica 21,546 36,927 6,962 7,573 0.032 
 
Rango 80-1´500,000 400 - 1´500,000 240 - 640,000 80 - 139,600 
              
Valor p calculados para la comparación entre los tres servicios de atención. 







Tabla 5. Frecuencia de mutaciones en los genes Pfdhfr y Pfdhps en casos de malaria 






Pfdhfr     
 A16V 0 0 
 Inserción RB 50 83% 
 C50R 0 0 
 N51I 50 83% 
 C59R 0 0 
 S108N 60 100% 
 I164L 50 83% 
    Pfdhps     
 S436A 1 2% 
  A437G 50 83% 
  K540E 48 80% 
  A581G 50 83% 
  A613S/T 0 0  
        





















Tabla 6. Frecuencia de genotipos en los genes Pfdhfr y Pfdhps en  casos de malaria severa y/o complicada, departamento de Loreto, 1998 
(n=60) 
 
Genotipo Número de codón 
  Frecuencia 
  n % 
Genotipo de Pfdhfr                     
 
RB … 51 … 108 … 164                     
Simple - N N 
 










 Genotipo de Pfdhps                     
 
436 437 … 540 … 581                     
Silvestre S A K A 10 17% 



















 Genotipo Pfdhfr   Pfdhps       
























S A K A 1 2% 
- N N 
 



































Simple - N N 
 
I S A K A 9 14% 
                                    
 
RB: inserción repetición Bolivia. Las celdas de color anaranjado muestra la presencia del 




Tabla 7. Frecuencia de las mutaciones y genotipos en los genes Pfdhfr y Pfdhps en 
casos de malaria severa y/o complicada por servicios de atención, departamento de 
Loreto, 1998 (n=60) 
 
        
Genotipo Medicina Pediatría Obstetricia Valor p* n (%) n (%) n (%) 
Genotipo de Pfdhfr 
      0.126 
1M S108N 4 (10%) 5 (33%) 1 (17%) 
4M A16/RB/C50/N51I/S108N/I164L 35 (90%) 10 (67%) 5 (83%) 
Genotipo de Pfdhps        0.051 
NM S436/A437/K540/A581 4 (10%) 5 (33%) 1 (17%) 
2M A437G/A581G 1 (2%) 0 1 (17%) 
3M A437G/K540E/A581G 34 (87%) 9 (60%) 4 (67%) 
4M S436A/A437G/K540E/A581G 0 1 (7%) 0 
Genotipo combinado       0.035 
1M Pfdhfr1M +PfdhpsNM 4 (10%) 4 (27%) 1 (17%) 
4M Pfdhfr4M +PfdhpsNM 0 1 (7%) 0 
4M Pfdhfr1M +Pfdhps3M 0 1 (7%) 0 
6M Pfdhfr4M +Pfdhps2M 1 (2%) 0 1 (17%) 
7M Pfdhfr4M +Pfdhps3M 34 (87%) 8 (53%) 4 (67%) †0.02 
8M Pfdhfr4M +Pfdhps4M 0 1 (7%) 0 
            
 
NM: no-mutante, RB inserción Repetición Bolivia. †Análisis post hoc del genotipo 
combinado 7M calculó un valor p de 0.02.  Los valores p en negrita son 







Tabla 8. Comparación de frecuencias de mutaciones  y genotipos en los genes Pfdhfr y 
Pfdhps en casos de malaria severa y/o complicada con datos publicados por Salas y col 
en muestras de malaria no complicada, departamento de Loreto. 
 
Genes 
Casos MSC Casos MNC 
Salas y col* Valor p Datos propios 
n (%) n=86 
Mutación en el gen Pfdhfr     
BR 50 (83%) 56% 0.001 
N51I 50 (83%) 56% 0.001 
S108N 60 (100%) 100 1.000 
I164L 50 (83%) 56% 0.001 
  
Mutación en el gen Pfdhps     
S436A 1 (2%) 0% 0.411 
A437G 50 (83%) 56% 0.001 
K540E 48 (80%) 35% <0.001 
A581G 50 (83%) 56% 0.001 
  
Genotipos de Pfdhfr     
1M:S108N 10 (17%) 44% 0.001 
4M:BR/N51I/S108N/I164L 50 (83%) 56% 0.001 
  
Genotipos de Pfdhps     
No-mutante 10 (17%) 44% 0.001 
2M: A437G/A581G 2 (3%) 21% 0.003 
3M: A437G/K540E/A581G 47 (78%) 35% <0.001 
4M: S436A/A437G/K540E/A581G 1 (2%) 0% 0.411 
Genotipos combinados de Pfdhfr/Pfdhps   
1M:Pfdhfr1M +PfdhpsNM 9 (14%) 44% <0.001 
4M:Pfdhfr4M +PfdhpsNM 1 (2%) 0% 0.411 
4M:Pfdhfr1M +Pfdhps3M 1 (2%) 0% 0.411 
6M:Pfdhfr4M +Pfdhps2M 2 (3%) 21% 0.003 
7M:Pfdhfr4M +Pfdhps3M 46 (77%) 35% <0.001 
8M:Pfdhfr4M +Pfdhps4M 1 (2%) 0% 0.411 
    
 
NM: no-mutante, RB: inserción Repetición Bolivia. Los valores p en negrita 
son estadísticamente significativos, p< 0.025, que es menor que el valor de 
corte 0.025 para el análisis estadístico de 1 cola. *Datos publicados por Salas 

















Población de estudio 
n=67 pacientes 
Exclusión: Casos que no cumplieron 
el criterio de severidad del Estudio 
Fuente (n=2) 
Exclusión: Infección mixta                    
P. falciparum/P. vivax (n=5) 
Extracción de ADN 
(65 muestras) 
PCR confirmatorio de especies 
de Plasmodium spp. 
Genotipificación de Pfdhfr 
-  PCR 
-  Purificación de productos de PCR 
-  Secuenciamiento de ADN 
Mono-infección con P. falciparum 
(n=60) 
Genotipificación de Pfdhps 
-  PCR-RFLP 




Figura 2. Histograma de parasitemia de los casos malaria severa y/o 
complicada, departamento de Loreto, 1998 (n=60) 
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Figura 3. Resultados de PCR para la detección y diferenciación de P. vivax y  P. 


































Figura. Productos amplificados analizados por electroforesis en gel de agarosa. F=PCR 
específico para P. falciparum; V= PCR específico para P. vivax. Carriles 1- 2, 3- 4, 5- 6, 
7- 8, 9- 10, 11- 12, 14- 15, 16- 17, 18- 19, 20- 21, producto de PCR de las muestras de 
pacientes M03, M04, M14, M20, M46, M63, M60, M70, M39, M40 respectivamente; 
carril M, marcador molecular de ADN de 123 pb; ; carriles 22- 23, 24- 25, 13 y 26 
producto de PCR de control positivo para P. falciparum (C.P.f), control positivo para P. 
vivax (C.P.v) y control negativo (C.N.). Los tamaños de los productos de amplificación 
son indicados con una flecha. La muestra M04 fue considerada como infección por P. 
vivax, la muestra M63 como infección mixta, las muestras M69 y M40 como P. 
falciparum y las demás como negativas o parasitemia menor del nivel de detección que es 
de 1 par/µL según comunicación personal con Carmen Lucas (Jefe de laboratorio de 
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Figura 4. Amplificación del gen Pfdhfr mediante PCR en muestras de casos con malaria 
severa y/o complicada, departamento de Loreto, 1998 (n=60). 1er PCR y PCR-anidado. 
 
 

















Producto de amplificación de 718 pb; carril M, marcador de ADN de 100 pb; 
carril CN, control negativo. 
 
 









Producto de amplificación de 700 pb; carril M, marcador de ADN de 123 
pb; carril CN, control negativo. 
718 pb 
M01   M02   M03  M05  M06  M07    M    M08  M09   M10  M11  CN 




Figura 5. Amplificación del gen Pfdhps mediante PCR y RFLP para la identificación de 
las mutaciones S436A y A437G en muestras de pacientes con malaria severa y/o 
complicada, departamento de Loreto, 1998 (n=60) 
 
 

















Producto de amplificación de 1151 pb; Carril M, marcador de ADN 



























El producto de PCR es digerido con las enzimas de restricción MspA1I 
(M) y AvaII (A); CP1, cepa de referencia D6; CP2, cepa de referencia 
3D7; carril M, marcador de ADN de 123 pb. 
1151 pb 
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Figura 6. Determinación de las mutaciones K540E y A581G del gen Pfdhps mediante PCR alelo-específico en muestras de casos con 
























Figura 6A. PCR anidado alelo-específico de los alelos del codón 540 del gen 
Pfdhps. El producto de amplificación de 561 pb corresponde al alelo silvestre y 
el de 636 pb al alelo mutante, la banda de amplificación de 1151 pb 
corresponde al PCR anidado del Pfdhps; carril 32, cepa de referencia D6 no 
mutante. Carriles 20, 23, 25 y 31 son corresponden a las muestras silvestres 
























Figura 6B. PCR anidado alelo-específico de los alelos del codón 581 del gen 
Pfdhps. El producto de amplificación de 441 pb corresponde al alelo silvestre y 
el de 758 pb al alelo mutante la banda de amplificación de 1151 pb 
corresponde al PCR anidado del Pfdhps; carril 6, cepa de referencia D6 no 
mutante (C.S.); carril 7, C.N., control negativo; Carril M, marcador de ADN de 
123 pb. Carril 7 corresponde a la muestra silvestre M47. 
1 151pb 
636 pb 
 14 15  16  17 18 19 20 21 22 23  24  M  25 26 27 28 29 30 31  32 
   1     2     3       4     5      6      7      8     M     9    10    11  12   13  
 











Figura 7. Determinación de las mutaciones A613S y A613T del gen Pfdhps mediante PCR alelo-específico en muestras de casos con 




























Figura 7A. PCR anidado alelo-específico de los alelos del codón 613 (alanina a 
serina) del gen Pfdhps. Los productos de amplificación de 345 pb y de 849 pb, 
corresponden al alelo silvestre y mutante a serina, respectivamente. Carril 5 
(C.M.), cepa de referencia mutante W2; carril 6 (C.N.), control negativo; carril 
M, marcador de ADN de 123 pb. Todas las muestras tuvieron el alelo silvestre 




























Figura 7B. PCR anidado alelo-específico de los alelos del codón 613 (alanina a 
treonina) del gen Pfdhps. El producto de amplificación de 345pb corresponde 
al alelo silvestre. Carril 6 (C.S.), cepa de referencia W2 (no mutante a 
treonina); carril 6 (C.N.), control negativo; carril M, marcador de ADN de 123 
pb. Todas las muestras tuvieron el alelo silvestre en este codón. 
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Fuente: Sistema Nacional de Vigilancia Epidemiológica DGE-MINSA. Sala 









Figura. El sitio de acción de las drogas antimaláricas se muestra para la 
sulfadoxina (DHPS) y para pirimetamina (DHFR). Fuente: Libro Stains - 
Treatment and prevention of malaria 2012 (pag115) y Rosenthal – Antimalarial 
Chemotherapy – 2001 (pag187de (72) y pag115 de (129)). 
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Monoterapia   1994-2000 
Terapia múltiple 













1L: SP + PQ 
2L: MQ+AS 
3L: Quin+ TCQ/Clin 
  
1L: SP + AS 
2L: MQ + AS 
3L: Quin + Clin + PQ 1L: MQ + AS + PQ(1er día) 
2L: Quin + Clin + PQ(3er día) 
    
    
Macro región 
Amazónica 
  1L: SP + PQ 
2L: MQ + AS 
3L: Quin + Clin 
  
1L: MQ + AS 
2L: Quin + Clin + PQ     




Todo el Perú Quin   Quin + Clin   
1L: Derivados de 
artemisina (vía 
endovenosa) 
2L: Quin + Clin 
1L: Derivados de artemisina  + 
Clin (vía endovenosa) 
2L: Quin + Clin 
                  
CQ: cloroquina, PQ: primaquina, Quin: quinina, TCQ: tetraciclina, Clin: clindamicina, SP: sulfadoxina/ pirimetamina, AS: artesunato, MQ: mefloquina  




Anexo4. Criterios de inclusión y exclusión del estudio fuente. (Traducción no oficial) 
 
 
Criterios de inclusión: 
Todos los pacientes que ingresaron a los servicios de Medicina, Pediatría, o Obstetricia con 
un diagnóstico de malaria severa y/o complicada fueron elegibles para entrar al estudio.  
 
La malaria severa y complicada es definida como: 
 
Gota gruesa positive par las formas asexuales de P. falciparum y: 
1. Malaria cerebral:   Coma (sin respuesta localizada al dolor), persistente por > 6 horas si el paciente 
tuvo experiencia o una convulsión generalizada.  Exclusión de otras causas de encefalopatía (ej.encefalitis 
viral/bacteriana/fúngica). 
2. Anemia normocítica severa: Definida como (em Loreto):  Hemoglobina < o = 6.0 mg/dl  Hematocrito< 20%  Pérdida documentada de volume de RBC >30% debido a hemólisis (o 
secuestración). 
3. Falla renal: Definida como:  Nitrógeno uréico sanguíneo (BUN) > 40 mg/dl sin evidencia de deshidratación 
severa  Creatinina > 3mg/dl  Oliguria 
4. Edema pulmonar 
5. Hipoglicemia (especialmente en pacientes tratados con quinina y mujeres 
embarazadas), <50mg/dl. 
6. Colapso circulatorio, shock. 
7. Sangrado espontáneo 
8. Convulsiones generalizadas repetitivas (>2). 
9. Acidemia/acidosis. 
10. Hemoglobinuria malarial. 
11. Hiperparasitemia >200,000 parásitos/µL or >5% of RBCs. 
12. Ictericia 
13. Pacientes con infección concurrente (neumonía o malaria álgida) y malaria severa por 
P. falciparum malaria fueron incluidos en el estudio, pero fueron analizados 
separadamente debido a la intrínseca tasa alta de mortalidad. 
 
 
Criterios de exclusión: 
1. Pacientes o apoderados que no quisieron firmar el consentimiento informado. 








Anexo 5. Procedimiento estándar utilizado para la extracción de ADN. 
 
Se siguió las instrucciones del fabricante, las que se encuentran en el protocolo 
QIAGEN®, descritas a continuación. 
 
Instrucciones previas:  Colocar las muestras a temperatura ambiente.  Calentar el baño maría o bloque caliente a 56°C para usar en el paso 4.  Colocar el agua destilada a temperatura ambiente para la elución en el paso 10.  Todas las centrifugaciones se realizarán a temperatura ambiente.  Microtubos de 1.5mL autoclavados o libres de ADNasa y ARNasa.  Usar tips con filtro 
 
1. Colocar 20 µL de proteasa QIAGEN (o proteinasa K) en el fondo de un tubo para 
microcentrífuga de 1.5 mL. 
2. Añadir 200 µL de muestra de sangre total al tubo de microcentrífuga del paso 1. 
Mezclar en un vortex. 
3. Añadir 200 µL de Buffer AL QIAGEN y luego mezclar en un vortex por 15 
segundos. 
4. Incubar el tubo del paso 3 a 56 °C por 10 minutos. 
5. Centrifugar ligeramente el tubo de microcentrífuga para remover gotas de 
evaporación de la tapa. 
6. Añadir 200 µL de etanol (96- 100%) a la muestra, mezclar en un vortex por 15 
segundos. Centrifugar ligeramente para remover las gotas de la tapa. 
7. Cuidadosamente transferir con una micropipeta de 1mL la mezcla del paso 6 a una 
columna QIAamp Spin column (con su tubo colector de 2 mL) y centrifugar a 
8000 rpm por 1 minuto. Transferir la columna a otro tubo colector (provisto), y 
descartar el tubo que contenía el filtrado. 
8. Cuidadosamente abrir la tapa de la columna QIAamp Spin column y añadir 500 
µL de Buffer AW1 QIAGEN sin tocar el borde de la columna. Cerrar la tapa y 
centrifugar a 8000 rpm por 1 minuto. Transferir la columna a otro tubo colector 
(provisto), y descartar el tubo que contenía el filtrado. 
9. Cuidadosamente abrir la tapa de la columna QIAamp Spin column y añadir 500 
µL de Buffer AW2 QIAGEN sin tocar el borde de la columna. Cerrar la tapa y 
centrifugar a 14000 rpm por 3 minutos. En caso de que se observe alguna traza de 
buffer AW2 transferir la columna a otro tubo colector limpio (tubo de 
microcentrífuga de 1.5ml) y centrifugar a 14 000 rpm por 1 minuto. 
10. Trasladar la columna QIAamp Spin column a un tubo de microcentrífuga de 1.5 
mL y descartar el tubo de colección usado. Cuidadosamente abrir la tapa de la 
columna y añadir 75 µL de buffer EB. Incubar a temperatura ambiente por 5 
minutos, y luego centrifugar a 8000 rpm por 1 minuto. 
 
Fuente:  QIAampR ADN Mini and Blood Mini Handbook QIAGEN (pag. 26-28) 







Anexo 6. Cebadores usados para la determinación de especie de Plasmodium.  
 





rPLU6 TTAAAATTGTTGCAGTTAAAACG S 23 606- 628
*
 
605- 627** 49.3 
rPLU5 CCTGTTGTTGCCTTAAACTTC A 21 1716- 1736
*
 
1642- 1666** 48.6 
Especie 
P. falciparum 
rFAL1 TTAAACTGGTTTGGGAAAACCAAATATATT S 30 664-693* 58.0 
rFAL2 ACACAATGAACTCAATCATGACTACCCGTC A 30 840- 869* 62.2 
Especie 
P. vivax 
rVIV1 CGCTTCTAGCTTAATCCACATAACTGATAC S 30 666-695** 57.6 
rVIV2 ACTTCCAAGCCGAAGCAAAGAAAGTCCTTA A 30 757-786** 64.8 
 
1 Secuencia de cebadores tomado de Snounou y col 1993 (77). 
2 S: sentido, A: antisentido, indica la dirección del primer en la secuencia de ADN. 
3 *Posición de los cebadores con respecto a las secuencias reportadas por *McCutchan,T.F., y col. en 1988 con código de acceso del Genbank M19173. ** 
Qari,S.H. y col en 1994 con código de acceso del Genbank U03079. 




Anexo 7.  Cebadores usados para la amplificación y estudio de los genes Pfdhfr y Pfdhps. 
 
PCRs Cebador1 Secuencia (5´→3´)2 S/A3 Tamaño (pb) Posición4 Tm°C5 
Pfdhfr 
1er PCR AMP1 TTTATATTTTCTCCTTTTTA S 20 
-21- 1 46 
AMP2 CATTTTATTATTCGTTTTCT A 20 680- 699 48 
PCR-anidado SP1 ATGATGGAACAAGTCTGCGAC S 21 1-21 51.5 SP2 ACATTTTATTATTCGTTTTC A 20 681- 700 48 






1er PCR #M3717  CCATTCCTCATGTGTATACAACAC  S 
24 -57- -34 50.5 
#186 GTTTAATCACATGTTTGCACTTTC  A 24 2572- 2595 50.4 
PCR-anidado #185 TGATACCCGAATATAAGCATAATG  S 24 1- 24 50.3 #218 ATAATAGCTGTAGGAAGCAATTG  A 23 2455-2477 47.6 
Mutación en el 
codón 540 
CD70 GGAAATCCACATACAATGGAaA S 22 591- 612 50.8 
CD71 gTAGATTATCATAATTTGTTAGTaC A 25 612- 636 39.7 
Mutación en el 
codón 581 
#261 CTATTTGATATTGGATTAGGATTTtC S 26 711- 736 49.5 
#201 AATAGATTGATCATGTTTCTTCC A 23 736- 758 46.6 
Mutación en el 
codón 613 
#233 GGATATTCAAGAAAAAGATTTATaG S 25 807- 831 45.7 
#251 TTTGATCATTCATGCAATGGcT A 22 831- 852 54.6 
#226 GATCATTCATGCAATGGGA A 19 831- 849 54 
 
1. Los cebadores AMP1, AMP2 fueron tomados de Plowe (53). Los cebadores SP1, SP2 Y SP3 fueron tomados de Gyang (81). Los cebadores usados para 
amplificar fragmentos del gen Pdhps fueron tomados de Wang (82), a excepción de CD70 y CD71 que son de Shaio (84). 2 El cambio de base en los 
cebadores para los PCRs-alelo específicos de la cepa silvestre (CD70, #201, #251, #226) y de la cepa mutante (CD71, #261, #233) está subrayado y de color 
rojo. Las bases en formato de letra minúscula indican el cambio de base en el cebador que no es complementario a la secuencia blanco. 3 S: sentido, A: 
antisentido.  4 Código de acceso del Genbank Z30654 para el gen Pfdhfr (Brooks 2004) y código de acceso del Genbank XM_001351443 para el gen Pfdhps 
(Hall 2002). 5 Tm: Temperatura de hibridación óptima teórica del cebador en una solución de 50mM de NaCl. 
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Anexo 8. Procedimiento estándar utilizado para la amplificación del gen Pfdhfr  y 
secuenciamiento de ADN 
 
 









































B. Condiciones de amplificación 
Denaturación: 95 °C por 3 minutos (1 ciclo) 
   95 °C por 30 segundos  
Hibridación:    45 °C por 45 segundos       45 ciclos 
      72 °C por 45 segundos          
Extensión:  72 °C por 5 minutos (1 ciclo) 
Mantener a 4°C hasta su uso. 
A. PCR (50 µL reacción) 
8.0 µL dNTPs (5 mM)  
5.0 µL buffer de PCR 10X 
1.5 µL MgCl2 (50 mM)   
1.0 µL Cebador AMP1 (50 µM) 
1.0 µL Cebador AMP2 (50 µM)  
0.3 µL TaqADN Polimerasa (5U/ µL) 
28.2 µL Agua destilada para PCR 
          (libre de ADNasa, RNasa) 
Añadir 5µL de ADN extraído. 
 
A. PCR (50 µL reacción) 
8.0 µL dNTPs (5 mM)  
5.0 µL buffer de PCR 10X 
3.0 µL MgCl2 (50 mM)   
1.0 µL Cebador SP1 (50 µM) 
1.0 µL Cebador SP2 (50 µM)  
0.12 µL TaqADN Polimerasa (5U/ µL) 
26.88 µL Agua destilada para PCR 
            (libre de ADNasa, ARNasa) 
Añadir 5 µL del producto del 1er PCR 
 
B. Condiciones de amplificación 
Denaturación: 94 °C por 4 minutos (1 ciclo) 
  94 °C por 50 segundos  
Hibridación:   50 °C por 1 minuto            45 ciclos 
     72 °C por 1 minuto          
Extensión: 72 °C por 7 minutos (1 ciclo) 
Mantener a 4°C hasta su uso. 
A. PCR (20 µL reacción) 
4 µL Mix BDT v3.1  
4 µL Buffer de secuenciamiento 5X 
0.5 µL Cebador (concentración 
inicial 20 µM) 
7.5 µL Agua destilada para PCR 
(libre de ADNasa y ARNasa) 
4 µL* de  producto de PCR 




B. Condiciones de amplificación 
Denaturación: 96 °C por 1 minuto (1 ciclo) 
  96 °C por 10 segundos  
Hibridación:   50 °C por 5 segundos         25 ciclos 
     60 °C por 4 minutos           
Mantener a 4°C hasta su uso. 





Anexo 9. Procedimiento estándar utilizado para la purificación de productos de PCR y 
de productos de secuenciamiento 
 
 
A. Purificación de productos de PCR, kit Qiaquick 
Instrucciones previas: Añadir etanol 100 % al buffer PE QIAGEN, antes de usar (ver 
en la botella el volumen a añadir). Todas las centrifugaciones deberán realizarse a 
temperatura ambiente. 
1. Colocar 5 volúmenes de buffer PBI QIAGEN a un volumen de producto de 
reacción de PCR y mezclar. 
2. Para extraes el ADN, transferir la mezcla a una columna QIAquick column (en un 
tubo colector de 2 mL) sin tocar el borde, cerrar la tapa, y centrifugar a 13 000 rpm 
por 30 – 60 segundos. Transferir la columna a otro tubo colector (provisto), y 
descartar el tubo que contenía el filtrado. 
3. Para lavar, añadir 750 µL de Buffer PE QIAGEN sin tocar el borde de la columna. 
Cerrar la tapa y centrifugar a 13 000 rpm por 30- 60 segundos. Eliminar el 
sobrenadante y colocar la columna en el mismo tubo colector (seco) y centrifugar a 
14 000 rpm por 1 minuto. 
4. Trasladar la columna QIAquick column a un tubo de microcentrífuga de 1.5 mL y 
descartar el tubo de colección usado. Cuidadosamente abrir la tapa de la columna y 
añadir 30 µL de buffer EB. Incubar a temperatura ambiente por 1 minuto, y luego 
centrifugar a 13 000 rpm por 1 minuto. 




B. Purificación de productos de PCR de secuenciamiento, kit BigDye v3.1 
Se usó el método de precipitación con Etanol/ Acetato de Sodio. 
 
1. Añadir 60µL de la siguiente mezcla a los 20 µL de reacción de secuenciamiento  3 µL of solución de buffer Acetato de sodio 3M  62.5 µL Etanol 100% (-20°C)  14.5 µL Agua destilada para PCR (libre de ADNasa y ARNasa)            
2. Añadir 60 µL de la mezcla al tubo de reacción de secuenciamiento. 
3. Mezclar e incubar por 30 minutos a temperatura ambiente. 
4. Centrifugar por 20 minutos a 14 000 rpm, eliminar el sobrenadante con ayuda de 
una micropipeta. 
5. Añadir 200 µL de Etanol al 70% (-20°C). 
6. Centrifugar por 5 minutos a 14 000 rpm, eliminar el sobrenadante con ayuda de una 
micropipeta.14 000 rpm, y secar por 2 minutos a 70°C.  
7. Añadir 12 µ L de Hi-Di Formamida, mezclar bien y denaturar por 4 minutos a 
94C, inmediatamente después colocar los tubos en una bandeja con hielo, 
mantenerlo a 4 °C hasta su corrida en el secuenciador. 
 





Anexo 10. Procedimiento estándar utilizado para la amplificación del gen Pfdhps y 


















PCR anidado (Necesario para el RFLP para identificación de los alelos en los 























           Incubar a 37°C por 90 min e inmediatamente y colocarlo a 4°C. 
B. Condiciones de amplificación 
Denaturación: 95°C por 3 minutos (1 ciclo) 
Hibridación: 50 °C por 20 segundos (1 ciclo) 
Extensión: 70 °C por 3 minutos 
     90 °C por 20 segundos  30 ciclos     
   50°C por 20 segundos   
             70 °C por 10 minutos  (1 ciclo) 
Mantener a 4°C hasta su uso 
A. PCR (50 µL reacción) 
4.0 µL dNTPs (5 mM)  
5.0 µL buffer de PCR 10X 
2.5 µL MgCl2 (50 mM)   
0.14 µL Cebador #186 (50 µM) 
0.14 µL Cebador M3717 (50 µM) 
0.12 µL TaqADN Polimerasa (5U/ µL)  
33.1 µL Agua destilada para PCR 
          (libre de ADNasa, ARNasa) 
Añadir 5µL de ADN extraído. 
A. PCR anidado  (50 µL reacción) 
4.0 µL dNTPs (5 mM)  
5.0 µL buffer de PCR 10X 
2.5 µL MgCl2 (50 mM)   
0.28 µL Cebador #185 (50 µM) 
0.28 µL Cebador #218 (50 µM)  
0.12 µL TaqADN Polimerasa (5U/ µL)  
32.82 µL Agua destilada para PCR 
          (libre de ADNasa,ARNasa) 
Añadir 5µL del producto del 1er PCR 
 
B. Condiciones de amplificación 
Denaturación: 95°C por 3 minutos (1 ciclo) 
Hibridación: 50 °C por 30 segundos (1 ciclo) 
Extensión: 70 °C por 3 minutos 
     90 °C por 30 segundos  20 ciclos     
   50°C por 30 segundos   
             70 °C por 10 minutos  (1 ciclo) 
Mantener a 4°C hasta su uso 
A. RFLP para la Mutación S436A (20 
µL reacción) 
2.0 µL Buffer4 (10X)  
0.2 µL BSA 100X 
0.5 µL Mspa1I (10u/µl)
 
  
12.3 µL Agua destilada para PCR 
          (libre de ADNasa, ARNasa) 
Añadir 5µL del producto del PCR 
B. RFLP para Mutación A437G (20 µL 
reacción) 




12.5 µL Agua destilada para PCR 
          (libre de ADNasa, ARNasa) 





Anexo 11. Procedimiento estándar utilizado para la amplificación  de los alelos silvestre 
y mutante de los codones 540, 581 y 613 del gen Pfdhps por PCR anidado alelo-
específico 
 












































B. Condiciones de amplificación 
Denaturación: 95°C por 3 minutos (1 ciclo) 
             92 °C por 30 segundos 
Hibridación: 52 °C por 30 segundos    30 ciclos 
     72 °C por 1 minuto   
Extensión:  72 °C por 3 minutos  (1 ciclo) 
Mantener a 4°C hasta su uso 
A. PCR (25 µL reacción) 
2.5 µL dNTPs (5 mM)  
2.5 µL buffer de PCR 10X 
1.25 µL MgCl2 (50 mM)   
0.05 µL Cebador #185 (50 µM) 
0.05 µL Cebador #218 (50 µM) 
0.12 µL Cebador #CO70 (50 µM) 
0.12 µL Cebador #CO71(50 µM) 
0.06 µL TaqADN Polimerasa (5U/ µL)  
13.35 µL Agua destilada para PCR 
          (libre de ADNasa, ARNasa) 
Añadir 5µL de producto del 1er PCR 
B. Condiciones de amplificación 
Denaturación: 95°C por 3 minutos (1 ciclo) 
             92 °C por 30 segundos 
Hibridación: 52 °C por 30 segundos    30 ciclos 
     72 °C por 1 minuto   
Extensión:  72 °C por 3 minutos  (1 ciclo) 
Mantener a 4°C hasta su uso 
A. PCR (25 µL reacción) 
2.5 µL dNTPs (5 mM)  
2.5 µL buffer de PCR 10X 
1.25 µL MgCl2 (50 mM)   
0.05 µL Cebador #185 (50 µM) 
0.05 µL Cebador #218 (50 µM) 
0.12 µL Cebador #201 (50 µM) 
0.12 µL Cebador #261 (50 µM) 
0.06 µL TaqADN Polimerasa (5U/ µL)  
13.35 µL Agua destilada para PCR 
          (libre de ADNasa, ARNasa) 
Añadir 5µL de producto del 1er PCR 
B. Condiciones de amplificación 
Denaturación: 95°C por 3 minutos (1 ciclo) 
             92 °C por 30 segundos 
Hibridación*: 52 °C por 30 segundos    30 ciclos 
     72 °C por 1 minuto   
Extensión:  72 °C por 3 minutos  (1 ciclo) 
Mantener a 4°C hasta su uso 
 
* 49 °C por 30 segundos si se usan los cebadores 
#233 y #251 
A. PCR (25 µL reacción) 
2.5 µL dNTPs (5 mM)  
2.5 µL buffer de PCR 10X 
1.25 µL MgCl2 (50 mM)   
0.05 µL Cebador #185 (50 µM) 
0.05 µL Cebador #218 (50 µM) 
0.12 µL Cebador #233 (50 µM) 
0.12 µL Cebador #226/251 (50 µM) 
0.06 µL TaqADN Polimerasa (5U/ µL)  
13.35 µL Agua destilada para PCR 
          (libre de ADNasa, ARNasa) 









Fuente: Antimalarial chemotherapy – Philip Rosenthal (72). Wild type: Cepa Silvestre. 




Anexo 13. Lista de genotipos de las muestras del estudio de tesis, casos con malaria 
severa y/o complicada, departamento de Loreto, 1998 (n=60) 
 
Gen Pfdhfr Gen Pfdhps 
Código RB N51I S108N S436A A437G K540E A581G 
M01 RB I N S G E G 
M02 RB I N S G E G 
M05 RB I N S G E G 
M06 RB I N S G E G 
M07 RB I N S G E G 
M08 RB I N S G E G 
M09 RB I N S G E G 
M10 RB I N S G E G 
M11 RB I N S G E G 
M12 RB I N S G E G 
M13 RB I N S G E G 
M16 RB I N S G E G 
M17 RB I N S G E G 
M18 RB I N S G E G 
M19 RB I N S G E G 
M21 RB I N S G E G 
M23 RB I N S G E G 
M25 RB I N S G E G 
M26 RB I N A G E G 
M27 RB I N S G E G 
M28 No N N S A K A 
M29 RB I N S G E G 
M30 RB I N S G E G 
M31 No N N S A K A 
M32 RB I N S G E G 
M33 RB I N S A K A 
M34 No N N S A K A 
M35 RB I N S G E G 
M36 RB I N S G E G 
M37 No N N S G E G 
M38 RB I N S G E G 
M39 RB I N S G E G 
M40 No N N S A K A 
M41 RB I N S G E G 
M42 RB I N S G E G 
M43 RB I N S G E G 
M44 RB I N S G E G 





Gen Pfdhfr Gen Pfdhps 
Código RB N51I S108N S436A A437G K540E A581G 
M46 RB I N S G E G 
M47 RB I N S G E G 
M48 RB I N S G E G 
M49 RB I N S G E G 
M50 RB I N S G E G 
M51 RB I N S G E G 
M52 RB I N S G K G 
M53 RB I N S G E G 
M54 No N N S A K A 
M55 No N N S A K A 
M56 RB I N S G E G 
M57 RB I N S G E G 
M58 RB I N S G E G 
M59 RB I N S G E G 
M60 RB I N S G E G 
M61 RB I N S G E G 
M62 RB I N S G E G 
M63 No N N S A K A 
M64 RB I N S G E G 
M65 RB I N S G E G 
M66 No N N S A K A 
M67 RB I N S G K G 
 
